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Zusammenfassung
Ziel der vorliegenden Arbeit war, durch vergleichende Untersuchungen der nativen
Rezeptoren für Insulin und IGF-I sowie zweier chimärer Insulin/IGF-I Rezeptoren Aussagen
über den Insulinbindungsbereich und die Bindungsstöchiometrie an den vier Rezeptoren zu
machen. Hierzu wurden B29-Azidotetrafluorobenzoyl-biocytinyl-Insulin (B29-Atf-Bct-
Insulin) und B29-Azidosalicyloyl-Insulin (B29-Asa-Insulin) synthetisiert, die über Photo-
affinitätsmarkierung kovalent mit den vier Rezeptoren verknüpft wurden. Nach enzymatischer
Spaltung der Hormonrezeptorkomplexe wurden markierte Bindungsfragmente isoliert und N-
terminal sequenziert. Mittels orthogonaler Photoaffinitätsmarkierung wurde die Bivalenz der
untersuchten Rezeptoren direkt gezeigt. Auf diese Weise konnte erstmals eine Aussage über
die Bindungsstöchiometrie des Insulins am IGF-I Rezeptor getroffen werden.
1. Es wurden zwei unterschiedliche B29-substituierte Photoinsuline synthetisiert. Ausgehend
von B29-Msc2-Insulin wurden B29-Asa-Insulin und B29-Atf-Bct-Insulin hergestellt. Die
Insulinderivate wurden chemisch und biologisch charakterisiert.
2. Die Radioiodierung von B29-Asa-Insulin mittels Chloramin T verlief schnell und mit einer
hohen Iodeinbaurate. B29-Atf-Bct-Insulin wurde sowohl mittels Chloramin T als auch
mittels Lactoperoxidase/H2O2 radioiodiert. Die Einbauraten lagen für B29-Asa-Insulin bei
80–90 %, für B29-Atf-Bct-Insulin bei 60–70 %.
3. Die Etablierung von NIH-3T3-Zelllinien, die die untersuchten Rezeptoren über-
exprimieren, war erfolgreich. Als Voraussetzung für eine Photomarkierung wurden die
Rezeptoren auf zwei verschiedenen Wegen aufgereinigt. Die Differentialzentrifugation
führte zu aufgereinigten Plasmamembranen, die Teilreinigung über WGA-Affinitäts-
chromatographie zu solubilisierten Membranrezeptoren.
4. Als potentiell hochspezifische Werkzeuge zur Reinigung und Detektion von Insulinrezep-
toren wurden vier polyklonale Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren über zwei verschiede-
ne Affinitätschromatographien gereinigt und mittels biomolekularer Interaktionsanalyse
charakterisiert. Die vier Antiseren konnten jedoch trotz hoher Spezifität für die jeweiligen
Peptide auch nach Affinitätschromatographie die Ektodomäne des Insulinrezeptors nicht
erkennen.
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5. B29-Asa-Insulin und B29-Atf-Bct-Insulin markierten den nativen Insulin- und den nativen
IGF-I Rezeptor spezifisch. Beide Liganden ließen sich mit einem 1000fachen Überschuß
nativen Insulins verdrängen. Wie am Beispiel des radioiodierten B29-Asa-Insulin gezeigt
wurde, ließ sich das Photoinsulin auch mit nativem IGF-I verdrängen. Die
Markierungsausbeuten mit 125I-B29-Asa-Insulin betrugen maximal 35,6 % für den nativen
Insulinrezeptor, 31,5 % für den chimären Rezeptor IR/IGF-IR C2, 29,6 % für den chimären
Rezeptor IGF-IR/IR C1,3 und 19,4 % für den nativen IGF-I Rezeptor.
6. Die Detektion von Rezeptoren, die mit dem biotinylierten B29-Atf-Bct-Insulin kovalent
verknüpft waren, verlief hochspezifisch und mit vergleichbarer Empfindlichkeit wie die
Detektion über Radioaktivität. Voraussetzung war die Entfernung endogener biotinylierter
Proteine über eine kurze Lyse und WGA-Affinitätschromatographie.
7. Mit 125I-B29-Asa-Insulin kovalent verknüpfte Insulin- und IGF-I Rezeptoren sowie die
beiden chimären Rezeptoren wurden tryptisch gespalten. Der Vergleich der entstehenden
Spaltmuster zeigte teilweise übereinstimmende Hauptfragmente bei der Spaltung der vier
Rezeptoren. Dies war bereits ein Hinweis auf homologe Bindungsregionen des Insulins an
Insulin- und IGF-I Rezeptor.
8. In präparativen Ansätzen wurden der native Insulinrezeptor und der chimäre IGF-IR/I C1,3
Rezeptor mit B29-Asa-Insulin markiert. Nach Trypsinabbau wurden die Bindungs-
fragmente über HPLC getrennt und rechromatographiert. Die Sequenzierung des Bindungs-
fragmentes des nativen Insulinrezeptors erlaubte eine Zuordnung zum Bereich α84–102 der
α-Untereinheit des Insulinrezeptors. Die Sequenzierung des Bindungsfragmentes des
chimären Rezeptors IGF-IR/IR C1,3 erlaubte eine Zuordnung zu derselben Sequenz.
9. Der Nachweis der Bivalenz gelang mittels Photoaffinitätsmarkierung mit zwei Photo-
insulinen, die über unterschiedliche Marker detektierbar bzw. isolierbar sind. Bei doppelter
Markierung wurden die Rezeptoren über den Biotinrest des B29-Atf-Bct-Insulin durch
Affinitätschromatographie an immobilisiertem Streptavidin gereinigt und anschließend
über die Radioaktivität des 125I-B29-Asa-Insulins in der Autoradiographie detektiert. Über
Chemilumineszenz konnte der Biotinrest zusätzlich sichtbar gemacht werden.
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Abkürzungen
Die Abkürzungen für Aminosäuren, Aminosäurederivate, Peptide und Proteine entsprechen
den von der IUPAC-, IUB-Kommisionen für biochemische Nomenklatur herausgegebenen
Regeln: J. Biol. Chem. (1966) 241; 2491–2495
Biol. Chem. Hoppe-Seyler (1967) 348; 256–261
Biochem. J. (1972) 126; 773–780
Biochem. J. (1984) 219; 345–373
Abb. Abbildung
ABTS 2,2‘Azino-di-[3-ethylbenzthiazolinsulfonat]
AcONa Natriumacetat
AP Ammoniumperoxodisulfat
APH(3‘)II bakterielle Phosphotransferase
AS Aminosäure
Asa Azidosalicyloyl
Atf Azidotetrafluorobenzoyl
ATP Adenosintriphosphat
BCA Bichinchonimic Acid
Bct Biocytinyl, Biocytin
BSA Rinderserumalbumin (Bovine Serum Albumin)
But tertiär-butyl
CA Celluloseacetat
cDNA komplementäre Desoxyribonukleinsäure
Ci Curie
cpm Counts per Minute
D Dalton
DC Dünnschichtchromatographie
DHFR Dihydrofolatreduktase
DMEM Dulbecco’s Modified Eagles Medium
DMF Dimethylformamid
DMSO Dimethylsulfoxid
DTE/DTT Dithioerythritol/Dithiothreitol
EC50 Konzentration des Liganden, bei der
der untersuchte Effekt halbmaximal stimuliert wird
ECL Enhanced Chemiluminescence
EDC 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure
EGF Epidermal Growth Factor
ELISA Enzyme Linked Immuno Sorbent Assay
FCS foetales Kälberserum
HBS Hepes Buffered Saline
hIRA humaner Insulinrezeptor Subtyp A
Hepes 4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinethansulfonsäure
HMW Molekulargewichtsstandard
HPLC High Performance Liquid Chromatography
IGF Insulin-like Growth Factor
IGF-IR Insulin-like Growth Factor I Rezeptor
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IGF-IR/IR C1,3 IGF-I Rezeptor, bei dem die
Aminosäuren 1–131 und 316–514 gegen die
Aminosäuren 1–137 und 326–524 des Insulinrezeptors
ausgetauscht wurden
IgG Immunglobulin Subtyp G
IM 9 Zellinie humaner Lymphozyten
IR Insulinrezeptor
IR Infrarot
IR/IGF-IR C2 Insulinrezeptor, bei dem die Aminosäuren 138–325
gegen die Aminosäuren 132–315 des IGF-I Rezeptors
ausgetauscht wurden
IRP Insulinrezeptorpeptid
IRR Insulin Receptor Related Receptor
IRS 1 Insulinrezeptorsubstrat 1
KD Kilodalton
KD Dissoziationskonstante
KRH Krebs Ringer Hepes
min. Minute
Msc Methylensulfonylethoxycarbonyl
MW Molekulargewicht
NHS N-Hydroxysuccinimid
NIH-3T3 Zellinie immortalisierter Mausfibroblasten
NMR Nuclear Magnetic Resonance
OD optische Dichte
ONSu N-succinimidoxy
PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese
PBS Phosphate Buffered Saline
PCMV eukaryontisches Expressionsplasmid
PEG Polyethylenglykol
PMSF Phenylmethansulfonylfluorid
PVDF Polyvinylidenfluorid
RP Reversed Phase
rpm Rounds per Minute
RT Raumtemperatur
RU Response Units
SA-POD Streptavidin-Peroxidase
SDS Natriumdodecylsulfat
SPR Surface Plasmon Resonance
Tab. Tabelle
TBS Tris Buffered Saline
TBST Tris Buffered Saline Tween
TCA Trichloressigsäure
TE Tris-EDTA
Temed Tetraethylmethyldiamin
TES Tris-EDTA-Saccharose
TFA Tetrafluoressigsäure
TPCK Tosyl-L-phenylalanyl-chlormethylketon
Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
UV Ultraviolett
WGA Wheat Germ Agglutinin
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1 Einleitung
1.1 Die Hormone Insulin und Insulin-like Growth Factor
Die Isolierung des Insulins durch Banting und Best im Jahr 1922 und sein Einsatz in der
Diabetes-Therapie war einer der bedeutendsten Fortschritte der modernen Medizin (Banting &
Best 1922). In der Folgezeit war das Insulinmolekül Gegenstand intensiver Forschung. Es war
das erste Protein, dessen Sequenz bestimmt werden konnte (Sanger et al. 1955), und seine
Strukturaufklärung war einer der ersten Erfolge der Proteinkristallographie (Adams et al.
1969). Ebenfalls von großem Interesse war und ist die Biochemie des Insulins und sein
Wirkungsmechanismus in physiologischen Systemen. So wurden anhand seines Vorläufer-
moleküls, des Proinsulins (Steiner et al. 1967), und der Rezeptor-vermittelten Signalauslösung
(Cuatrecasas 1969) grundlegende biologische Prinzipien gezeigt.
Insulin und der verwandte Insulin-like Growth Factor I (IGF-I) sind Proteohormone, die im
gesunden Säugerorganismus essentiell für metabolische und mitogene Regulation und
Kontrolle sind. Insulin wird von den Langerhansschen Zellen des Pankreas als Reaktion auf
einen Anstieg des Blutzuckerspiegels sezerniert. Es ist von entscheidender Bedeutung bei der
Aufrechterhaltung der Glucosehämostase, bei der Regulation der Glucoseaufnahme und des
Glucosemetabolismus in peripheren Geweben und des Glusosestoffwechsels der Leber.
Darüber hinaus reguliert Insulin den Metabolismus von Lipiden und Proteinen, die Synthese
von Nukleinsäuren und die Expression bestimmter Gene (Jacobs & Cuatrecasas 1981; Kahn et
al. 1981). Veränderungen der Biosynthese oder der Aktivität von Insulin sind die bedeutend-
sten pathologischen Faktoren, die zu den verschiedenen Formen des Diabetes mellitus führen.
IGF-I ist in erster Linie Mediator von Wachstums- und Differenzierungsvorgängen (Czech et
al. 1989; Rechler et al. 1985). Im Unterschied zum Insulin zirkuliert IGF-I nicht frei im
Blutkreislauf, sondern liegt gebunden an IGF-Bindungsproteine vor. Die bisher bekannten
IGF-Bindungsproteine haben ein breites Funktionsspektrum, das vom Transport der
Wachstumsfaktoren bis zur Modulierung der Rezeptorbindung und der mitogenen
Eigenschaften reicht (Clemmons 1993; Cascieri et al. 1993, 1994).
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Durch die Bindung von Insulin bzw. IGF-I an spezifische Rezeptoren auf der Oberfläche ihrer
Zielzellen wird die Signaltransduktion ins Zellinnere vermittelt (Van Obberghen et al. 2001).
Wie die Hormone weisen auch die Rezeptoren für Insulin und IGF-I mit ca. 50 %
Übereinstimmung einen hohen Homologiegrad in Bezug auf Aminosäuresequenz und
molekulare Struktur auf (Ebina et al. 1985; Ullrich et al. 1985, 1986).
Beiden Hormonen gemeinsam sind grundlegende Strukturmerkmale wie ein spezifisches
Muster von Cystein- und Glycinresten (Eigenbrot et al. 1991). Das Insulinmolekül besteht aus
der 21 Aminosäuren langen A- und der 30 Aminosäuren langen B-Kette, die über zwei
interchenare Disulfidbrücken zwischen CysA7 und CysB7 sowie zwischen CysA20 und
CysB19 verbunden sind. Eine intrachenare Disulfidbrücke besteht zwischen CysA6 und
CysA11. Abb. 1 zeigt die Primärstruktur des Insulins. Die A-Kette besteht aus zwei Helices
(A2–A7, A13–A19), die über eine Schleife verbunden sind (A8–A12). Die B-Kette setzt sich
aus einer zentralen Helix (B9–B19), einer Schleife (B20–B23) und einem gestreckten C-
Terminus zusammen. Besonders die Termini der B-Kette weisen eine hohe Beweglichkeit auf
(Weiss et al. 1991; Thevis 1995).
Abb. 1: Primärstruktur des humanen Insulinmoleküls.
Durch systematische Bindungsstudien mit Insulinanaloga wurde der Kontaktbereich des Insu-
linmoleküls bei der Rezeptorinteraktion charakterisiert. Man geht davon aus, dass die
Aminosäuren IleA2, ValA3, ValB12, PheB24 und B25, TyrA19, AsnA21 und die teilweise im
Inneren der Molekülstruktur verborgenen LeuA16 und LeuB15 die Hauptdeterminanten der
Bindungsregion des Insulinmoleküls sind (Mirmira et al. 1989; Nakagawa et al. 1987). Abb. 2
zeigt die Raumstruktur des Insulinmoleküls und hebt dabei die zur postulierten Bin-
dungsregion gehörenden Aminosäuren hervor.
IG V E Q C T S I C S L QY L E N Y C NC
Q SC L E Y CF NV H L G H V A L L V G F F Y T P K TG E R
A-Kette
B-Kette
1
1 21
30
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Abb. 2: Darstellung des postulierten Bindungsbereiches des Insulinmoleküls
(Tager et al. 1982).
Im Unterschied zu Insulin ist IGF-I ein 70 Aminosäuren langes Einkettenprotein. Neben der
A- und B-Domäne, die homolog zur A- und B-Kette des Insulin sind, verfügt IGF-I über eine
dem C-Peptid des Proinsulins analoge C-Domäne und eine acht Aminosäuren lange
D-Domäne am C-Terminus. Die Konservierung von Hauptsekundärstrukturmerkmalen
machte ähnliche Tertiärstrukturen der beiden Proteohormone wahrscheinlich (Blundell et al.
1978). Durch kristallographische Untersuchungen und 2-D NMR-Studien konnte dies
experimentell bestätigt werden (Cooke et al. 1991; Sato et al. 1993). Die Struktur des IGF-I-
Moleküls ist charakterisiert durch drei helicale Bereiche der Sequenzen AlaA8–CysA18,
GlyC42–CysC48 und LeuC54–CysC61.
Über die Rezeptorbindungsregion des IGF-I-Moleküls gibt es nur wenige Informationen. Die
Region PheB23-TyrB24-PheB25 ist für die Rezeptorbindung von ähnlicher Bedeutung wie
die entsprechende Region des Insulinmoleküls (Bayne et al. 1989; Cara et al. 1990). Unter-
suchungen von Bayne und Cascieri zeigen eine Beteiligung der C-Domäne, wobei TyrC31
essentiell für eine hochaffine IGF-I-Bindung ist. Innerhalb dieser beiden Domänen scheinen
insbesondere die positiv geladenen Seitenketten an der Ausbildung der hochaffinen IGF-I-
Bindung an den IGF-I-Rezeptor beteiligt zu sein (Zhang et al. 1994). Die Tyrosine in den
Positionen B24 und C60, die mit PheB25 und TyrA19 des Insulinmoleküls korrespondieren,
sind darüber hinaus bei der Rezeptorinteraktion von großer Bedeutung.
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1.2 Die Rezeptoren für Insulin und Insulin-like Growth Factor-I
Der Insulin- und der IGF-I-Rezeptor gehören zu einer Familie von Rezeptortyrosinkinasen.
Neben Insulin- und IGF-I Rezeptor umfaßt diese Rezeptorfamilie den "Insulin-Receptor-
Related-Receptor" (IRR), dessen physiologische Signifikanz noch unklar ist (Shier and Watt
1989; Siddle 1992; Zhang&Roth, 1992; Seta et al. 1993; Lee&Pilch 1994). Alle Rezeptoren
werden als Einkettenproteine translatiert, die in α- und β-Untereinheiten gespalten werden.
Insulin-, IGF-I Rezeptor und IRR besitzen große Sequenzhomologien, die in verschiedenen
Domänenbereichen unterschiedlich stark ausgeprägt sind. Die Tyrosinkinasedomäne besitzt
mit 80 % identischer Aminosäuren die größte, die C-Termini mit 20 % die geringste
Übereinstimmung (Ullrich et al. 1986; Shier & Watt 1989).
Der Insulinrezeptor
Der Insulinrezeptor ist genau wie der IGF-I-Rezeptor ein Disulfid-verbrücktes, heterotetra-
meres Membranglykoprotein, das aus zwei extrazellulären α-Untereinheiten mit 731 Amino-
säuren (MW 135 kD) und zwei β-Untereinheiten mit 620 Aminosäuren Länge (MW 95 kD)
besteht. Die β-Untereinheiten besitzen eine extrazelluläre Domäne, einen die Plasmamembran
durchquerenden Teil und eine intrazelluläre Tyrosinkinasedomäne. Es wurden zwei
verschiedene Isoformen des Rezeptors identifiziert, die eine 12 Aminosäuren lange Differenz
am C-Terminus der α-Untereinheit aufweisen, die durch alternatives Splicing der Rezeptor-
cDNA entsteht. Abb. 3 zeigt die Hauptstrukturmerkmale des Insulinrezeptors in einem
schematischen Überblick.
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Abb. 3: Die Hauptstrukturmerkmale des Insulinrezeptors nach Tavaré und Siddle (1993).
CYS: Cystein-reiche Domäne; TM: Transmembranregion; JM: Juxtamembranregion;
PTK: Proteintyrosinkinasedomäne; CT: Carboxy-terminaler Teil; Disulfidbrücken
zwischen den Untereinheiten werden durch Linien symbolisiert, die genaue Position
der Disulfidbrücken ist noch nicht geklärt, Ausnahme ist Cys647, das an der α-β-
Interaktion beteiligt ist.
Die α-Untereinheit ist durch die Cystein-reiche Region und die sie flankierenden L1- und L2-
Domänen gekennzeichnet. Der intrazelluläre Teil des Rezeptors wird von der Tyrosinkinase-
domäne geprägt, die von Juxtamembran- und C-terminalen Domänen flankiert wird. Die
beiden α-Untereinheiten sind durch sogenannte Klasse 1 Disulfidbrücken verbunden, die
durch geringe DTE-Konzentrationen (1–2 mM) reduzierbar sind (Massague et al. 1982). Die
selektive Reduktion dieser Disulfide führt zu αβ-Dimeren. Klasse 2 Disulfidbrücken, die erst
durch hohe DTE-Konzentrationen (> 10 mM) reduzierbar sind, bestehen zwischen der α- und
der β-Untereinheit. Die Hormone Insulin und IGF-I binden an die extrazellulären α-Unterein-
heiten und leiten dadurch die Aktivierung der intrazellulären Tyrosinkinasedomäne der β-
Untereinheit ein (Kasuga et al. 1982, van Obberghen et al. 1983), die durch ATP-Bindung und
Autophosphorylierung der β-Untereinheit charakterisiert ist (Chou et al. 1987, White et al.
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1988). Dies führt zu einer massiven Phosphorylierung der Insulinrezeptorsubstrate (IRS1,
IRS2, IRS3, IRS4) durch die β-Untereinheit des Insulinrezeptors. Nach Phosphorylierung
binden die Insulinrezeptorsubstrate an die regulatorische Untereinheit der PI 3'-Kinase p85α
und leiten auf diese Weise intrazelluläre Enzymkaskaden ein (Bevan 2001). Die
Signaltransduktion durch die Plasmamembran ist momentan Gegenstand intensiver Forschung
(Lee et al. 1997; Jansson et al. 1997; Waugh et al. 1989, Ottensberger 2000).
Der IGF-I Rezeptor
Der IGF-I Rezeptor vermittelt die physiologischen Effekte von IGF-I und teilweise von
IGF-II. Der strukturelle Aufbau des IGF-I Rezeptors entspricht mit einer α2β2-Geometrie dem
des Insulinrezeptors. Anders als beim Insulinrezeptor wurden jedoch keine Splicevarianten
mit unterschiedlich langen α-Untereinheiten gefunden. Die Kristallstruktur der ersten drei
Domänen der α-Untereinheit (Aminosäuren 1–462) des IGF-I Rezeptors konnte aufgeklärt
werden (Garrett et al. 1998). Obwohl das Rezeptorfragment aus L1-, Cystein-reicher und L2-
Domäne alleine keinen Liganden bindet, kann es als beispielhaft für eine Struktur angesehen
werden, mittels derer die Insulinrezeptor-Familie mit ihren Liganden interagiert, da es viele
der postulierten Determinanten für Rezeptorbindung und Ligandenspezifität enthält. Im
Kristall bildet das Fragment eine zweilappige Struktur aus, an deren Enden die L1- bzw. die
L2-Domäne lokalisiert sind. Die Cystein-reiche Domäne macht zwei Drittel der Moleküllänge
aus, wobei sie mit der gesamten Länge der L1-Domäne in Kontakt steht, aber nur sehr
geringen Kontakt zur L2-Domäne besitzt. Die L-Domänen bestehen jeweils aus einer ein-
zelsträngigen, rechtsdrehenden α-Helix. Die Cystein-reiche Region setzt sich aus acht
Disulfid-verbrückten Modulen zusammen, von denen sieben eine rutenförmige Domäne aus-
bilden. Alle drei Domänen bilden eine zentrale Bindungstasche aus, die groß genug für ein
Ligandenmolekül ist.
Wie es zur Initiierung der IGF-I-spezifischen Signaltransduktion im Zellinneren kommt, ist
noch weitgehend unklar. Ebenso wie beim Insulinrezeptor verläuft die Signalkette über
Ligandbindung, Rezeptorautophosphorylierung, Phosphorylierung intrazellulärer Proteine und
spezifische Signalprozesse, die in der Regulation von Wachstum oder Metabolismus münden.
Wie beim Insulin- ist auch beim IGF-I Rezeptor IRS1 das Protein, das zunächst massiv
phosphoryliert wird (White & Kahn 1994). Phosphoryliertes IRS1 vermittelt das Signal weiter
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über Reaktion mit Phophatidylinositol-3-Kinase (Giorgetti et al. 1993) und Tyrosin-
spezifische Phosphatase Syp (Xiao et al. 1994).
Chimäre Insulin/IGF-I-Rezeptoren
Chimäre Insulin/IGF-I-Rezeptoren sind gentechnisch hergestellte Rezeptoren, bei denen
Domänen von Insulin- und IGF-I-Rezeptor gegeneinander ausgetauscht wurden. Dieser
Ansatz beruht darauf, dass Insulin- und IGF-I-Rezeptor trotz ihrer hohen Sequenzhomologie
eindeutige Spezifität für ihren jeweiligen Liganden besitzen. Darauf basierend lassen sich
rekombinante Rezeptoren mit chimären α-Untereinheiten herstellen, die keine die
Ligandenbindung beeinflussende Konformationsänderungen bewirken und ihre spezifischen
Ligandenbindungseigenschaften auch im Hintergrund des jeweils anderen Rezeptors behalten.
Schumacher et al. (1991) konnten mit Hilfe einer Serie chimärer Rezeptoren die
Hormonbindungsregion des Insulin- und des IGF-I Rezeptors charakterisieren. So zeigten sie,
dass die Hauptdeterminanten der Insulinbindung an den Insulinrezeptor in N- und
C-terminalen Bereichen der α-Untereinheit liegen, während die IGF-I-Bindung an den IGF-I
Rezeptor hauptsächlich von Aminosäuren der Cystein-reichen Domäne bestimmt wird.
Besondere Bedeutung kommt bei der Untersuchung von chimären Rezeptoren dem Vergleich
mit den beiden nativen Rezeptoren zu, über den Unterschiede und Übereinstimmungen von
Bindungscharakteristika bestimmt werden.
1.3 Bindungsbereiche des Insulin- und des IGF-I-Rezeptors
Obwohl der Insulinrezeptor seit langem Gegenstand intensiver Forschung ist, ist der genaue
Hormonbindungsbereich des Insulin/Insulinrezeptorsystems noch nicht eindeutig identifiziert.
Gleiches gilt für das verwandte IGF-I/IGF-I-Rezeptorsystem, wobei bei Betrachtung der bei-
den Rezeptoren die Kreuzreaktivität der Hormone an Bedeutung gewinnt und damit auch die
Frage nach dem Hormonbindungsbereich des Insulins am IGF-I-Rezeptor und des IGF-I am
Insulinrezeptor. Einen Überblick über die als Kontaktstellen des Insulins am Insulinrezeptor
vorgeschlagenen Sequenzen gibt Tabelle 1.
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Tab. 1: Aminosäuren oder Aminosäuresequenzen, die zur Lokalisation des Insulinbindungs-
bereiches am Insulinrezeptor vorgeschlagen werden, nach angewandter Methodik
aufgelistet. Genannt werden der jeweils postulierte Kontaktbereich, der Erstautor und
das Jahr der Veröffentlichung. Bei chimären Rezeptoren wurden Domänen des
Insulin- und des IGF-I-Rezeptors ausgetauscht.
Affinitäts-
markierung
Chimäre
Rezeptoren
Synth. Rezeptor-
mutationen
Natürl. Rezeptor-
mutanten
Anti-Insulin
rezeptor-
Antikörper
205–316
Yip
1988
225–286
Gustafson
1990
240–250
Rafaeloff
1989
Lys460
Kadowaki
1988
450–601
Kadowaki
1990
20–120
Wedekind
1988
1–300
Andersen
1990
486–569
Kadowaki
1990
Leu233
Maassen
1991
241–251
Yip
1991
241–251
Yip
1991
450–601
Zhang
1991
83–103
De Meyts
1990
Pro193
Egawa
1992
450–601
Zhang
1991
390–470
Fabry
1992
1–137
Schumacher
1991
Phe89
De Meyts
1990
719–731
Pashmforoush
1994
719–731
Sesti
1994
2–190
Strack
1993
nicht 191–297
Zhang
1991
240–250
Rafaeloff
1992
Asp707
t'Hart
1996
Arg86Pro
Longo
1998
704–718
Kurose
1994
1–68
Kjeldsen
1991
Arg86
Gronskov
1993
Asp59; Leu62
Rouard
1997
12–15; 34–44;
64–67; 89–91
Williams, 1995
704–718
Myrnacik
1996
1–68
Schäffer
1993
Phe714
Myrnacik
1997
1–137, 325–
524
Schumacher
1993
Phe39
Kjeldsen,1994
704–717
Kristensen
1998
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Die Arbeiten, die über Photoaffinitätsmarkierung des Insulinrezeptors einen direkten
Nachweis des Bindungsbereiches erbringen, weisen auf zwei Bindungsregionen hin. Diese
liegen zum einen im N-terminalen Bereich der α-Untereinheit (Wedekind 1988; Strack 1993)
und zum anderen im Bereich der Aminosäuren 400-500 (Fabry 1992). Unterstützt werden
diese Ergebnisse durch Untersuchungen mit chimären Insulin-/IGF-I-Rezeptoren, die
ebenfalls Bindungsregionen am N-Terminus (Andersen 1990; Schumacher 1991; 1993;
Kjeldsen 1991; Andersen 1992; Schäffer 1993) identifizieren konnten. Zhang fand 1991 mit
Hilfe chimärer Rezeptoren einen zweiten Bindungsbereich in der Region 450–601. Nach
Ergebnissen, die Kurose et al. (1994) über Photoaffinitätsmarkierung fanden, liegt eine
weitere Kontaktregion im Bereich der Aminosäuren 704–718. Lediglich in den Arbeiten von
Yip (1988;1992) wird eine einzige Bindungsstelle postuliert.
Rafaeloff konnte den Hormonbindungsbereich der Sequenz 240–250 (1989; 1992) zuordnen
(1989;1992). Andere Autoren bestätigten mit Hilfe synthetischer Rezeptormutationen, dass
insbesondere der N-Terminus ein gegenüber Veränderungen sensibler Bereich des
Insulinrezeptors ist (De Meyts 1990; Gronskov 1993; Kjeldsen 1994). Besondere Bedeutung
kommt nach De Meyts (1990) Phe89 zu, das in der Sequenz Phe88-Phe89-Asn90-Tyr91 liegt,
die der Dimer-Kontaktfläche des Insulins ähnelt. Eine der Dimerbildung entsprechende
Interaktion zwischen der Insulinsequenz PheB24-PheB25-TyrB26 und der Rezeptorsequenz
Phe88-Phe89-Asn90-Tyr91 ist daher eine naheliegende Hypothese.
Kein einheitliches Bild ergaben Untersuchungen, die mit Hilfe natürlich auftretender Rezep-
tormutanten durchgeführt wurden. Über diese Rezeptormutationen, die bei den betroffenen
Patienten oft zu einer Insulinresistenz führen, werden sowohl C-terminale (Pashmforoush
1994; t'Hart 1996) wie N-terminale Bereiche (Egawa 1992; Longo 1993) als Kontaktbereich
identifiziert. Erklärbar ist dies durch mögliche drastische Strukturveränderungen des Rezep-
tors, die beispielsweise durch Prolin-Austausche induziert werden und die die Hormon-
bindung beeinträchtigen können, ohne dass die Mutation in der eigentlichen Bindungsregion
lokalisiert ist.
Mit Hilfe von Anti-Insulinrezeptor-Antikörpern konnte eine Kontaktstelle im Bereich der
Aminosäuren 450–601 gefunden werden (Kadowaki 1990; Zhang 1991). Ebenfalls mittels
Antikörpertechniken wurde der C-Terminus der α-Untereinheit als Bindungsregion identifi-
ziert (Sesti 1994).
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Die Untersuchungen weisen auf das Vorhandensein zweier Bindungsstellen am N- und C-
Terminus der α-Untereinheit des Insulinrezeptors hin, die möglicherweise eine Bindungs-
tasche für das Insulinmolekül ausbilden. Bis zur detaillierten Strukturaufkärung der α-Unter-
einheit liegt nur mit der Photoaffinitätsmarkierung eine direkte Methode zur Identifizierung
des Bindungsbereiches vor, die sich auch als außerordentlich wertvoll bei der Untersuchung
des homologen IGF-I-Rezeptors erweisen kann.
Über die Hormonbindungsregion des IGF-I-Rezeptors liegen weniger Untersuchungen als
über den Insulinrezeptor vor. Tabelle 2 faßt die postulierten Bindungsregionen zusammen.
Die Arbeiten stimmen weitgehend darin überein, dass die Bindungsregion des IGF-I am IGF-
I-Rezeptor in der Cystein-reichen Domäne der α-Untereinheit liegt.
Tab. 2: Aminosäuren oder Aminosäuresequenzen, die zur Lokalisation des IGF-I-Bindungs-
bereiches am IGF-I-Rezeptor vorgeschlagen werden, nach angewandter Methodik
aufgelistet. Genannt werden der jeweils postulierte Kontaktbereich, der Erstautor und
das Jahr der Veröffentlichung. Bei chimären Rezeptoren wurden Domänen des
Insulin- und des IGF-I-Rezeptors ausgetauscht.
Chimäre Rezeptoren Synthet. Rezeptor-
mutationen
223–274
Gustafson
1990
Phe701
Mynarcik
1997
184–279
Anderson
1990
253–265
Hoyne
2000
191–297
Zhang
1991
L1-Domäne, Cys-reiche
Region, 692–702
Whittacker
2001
Cys-reiche Region
Kjeldsen
1991
Cys-reiche Region
Schumacher
1992
191–290
Schäffer
1992
692–702 und L1-Domäne
Molina
2000
Einleitung
___________________________________________________________________________
11
Neben der Frage nach dem Ligandenbindungsbereich der beiden Rezeptoren wird auch
kontrovers diskutiert, wie viele Hormonmoleküle pro Rezeptor binden. Für eine Bivalenz des
Insulinrezeptors sprechen die Untersuchungen von Yip und Jack (1992), die eine 2:1
Bindungsstöchiometrie von Insulin zum Insulinrezeptor mit Hilfe kombinierter Markierungen
durch Photohormon und Antikörper zeigen konnten. Markussen et al. (1991) kamen durch
Analyse quantitativer Bindungsstudien zu derselben Stöchiometrie, ebenso wie Schaefer et al.
(1990) durch quantitative Aminosäureanalyse gereinigter, insulinbesetzter Insulinrezeptoren.
Durch Analyse von Komplexen spinmarkierter Insuline und der Ektodomäne fand Thevis
einen stöchiometrischen Bereich von 0,5–3:1 für das Verhältnis Insulin:Ektodomäne (1995).
De Meyts (1994) hat mit dem Nachweis der negativen Kooperativität ebenfalls einen, wenn
auch indirekten, Beweis für das Vorhandensein zweier Bindungsstellen geliefert, da negative
Kooperativität nur von einer Bindungsstelle eines Proteins auf eine zweite ausgeübt werden
kann. Nach Reduktion der α-α Disulfidbrücken des Rezeptors besitzen die resultierenden
Monomere nur eine Klasse niedrig-affiner Bindungsstellen (Böni-Schnetzler et al. 1987;
Sweet et al. 1987). Kleinjung (1996) zeigte die Bivalenz der löslichen Insulinrezeptorekto-
domäne über orthogonale Photoaffinitätsmarkierung.
Für den IGF-I-Rezeptor konnte ebenfalls negative Kooperativität mit curvilinearen Scatchard-
Plots gezeigt werden, die über eine 1:2 Bindungsstöchiometrie erklärt werden. Wie auch für
den Insulinrezeptor konnte gezeigt werden, dass das IGF-I-Rezeptor-α2β2-Dimer ein IGF-I-
Molekül mit hoher Affinität bindet, während die dissoziierten αβ-Hälften IGF-I nur mit ge-
ringer Affinität binden (Tollefsen et al. 1988).
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1.4 Photoaffinitätsmarkierung
Die Photoaffinitätsmarkierung ist eine biochemische Methode zur Untersuchung von Ligand-
Rezeptor-Wechselwirkungen. Ziel ist dabei die direkte Identifizierung des Bindungsbereiches
eines Hormons an seinem Rezeptor. Das Vorgehen beruht bei diesem von Vaugham und
Westheimer 1969 eingeführten Verfahren darauf, dass ein photoaktivierbarer Ligand, der
einen Marker wie beispielsweise 125Iod oder Biotin trägt, zunächst reversibel an einen
Rezeptor bindet. Der Ligand wird durch UV-Licht aktiviert und dadurch kovalent an die
Kontaktstelle gebunden. Die entstandenen kovalenten Hormon-Rezeptorkomplexe stehen für
weitergehende Untersuchungen wie SDS-Polyacrylamidelektrophorese und proteolytische
Spaltung mit anschließender Isolierung und Sequenzierung der Fragmente zur Verfügung.
Abb. 4 veranschaulicht das Prinzip der Photoaffinitätsmarkierung und der nachfolgenden
Analytik des Hormon-Rezeptor-Komplexes.
Abb. 4: Prinzip der Photoaffinitätsmarkierung und der nachfolgenden Schritte zur Analytik des ko-
valenten Hormon-Rezeptor-Komplexes (Kotzyba-Hibert et al. 1995)
Rezeptor radioaktiver oder biotinylierter
photoaktivierbarer Ligand
reversibler
Hormonrezeptorkomplex
reversible
Bindung
Photoaffinitäts-
markierung
Proteolyse
kovalenter
Hormonrezeptorkomplex
SDS-PAGE Identifizierung
markierter Untereinheiten
Fragmente HPLC Identifizierung
markierter Peptide
Sequenzierung Analytik Identifizierung
markierter Aminosäuren
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Die am häufigsten eingesetzten Photogruppen sind aromatische Azide und Ketone. Seit ihrer
Einführung durch Knowles et al. im Jahr 1969 wurden viele substituierte Arylazide
entwickelt, die jenseits des Absorptionsbereiches von Proteinen aktiviert werden können. Bei
Bestrahlung gehen Azide in einen angeregten Singulettzustand über, der entweder unter Stick-
stoffverlust in ein Singulett-Nitren übergeht oder durch Interkombination ein Triplett-Azid
bildet, das sich unter Stickstoffabspaltung in ein Triplett-Nitren umwandelt. Die vereinfachte
Darstellung in Abb. 5 geht direkt vom Singulett-Nitren aus, das sich weitgehend unspezifisch
in eine C-H-Bindung einer beliebigen Aminosäure oder in eine Heteroatom-H-Bindung des
Lösungsmittels oder eines beliebigen Aminosäurerestes einschieben kann (Schuster et al.
1992). Ebenfalls möglich ist die Umlagerung zum entsprechenden Dihydroazepin, das mit
einem Nucleophil wie der Cystein- oder Histidinseitenkette reagieren kann. Eine weitere
Möglichkeit ist die Interkombination in das Triplett-Nitren.
Abb. 5: Möglicher Mechanismus der Kupplung von Arylnitrenen an biologische Rezeptoren nach
Kotzyba-Hibert et al. (1995); ISC = Intersystem Crosslinking (Interkombination).
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Für die Rezeptoranalytik ist die nukleophile Addition an das Dihydroazepin nur von geringem
Nutzen, da die entstehenden Azepine unter proteolytischen Bedingungen nicht immer stabil
sind. Erfolgversprechend sind dagegen Photoaffinitätsmarkierungen mit Arylaziden, die als
Triplett-Nitrene reagieren.
Die Azidotetrafluorobenzoylgruppe steht für eine neuere Entwicklung in der Photoaffinitäts-
markierung (Keana & Cai 1990; Pinney & Katzenellenbogen 1991). Die Singulett-Spezies
von fluoriertem Arylnitren lagern sich langsamer zum entsprechenden Dihydroazepin um als
die der unsubstituierten Verbindung, so dass das Zwischenprodukt effizient mit den meisten
chemischen Bindungen, einschließlich der C-H-Bindung, unter formaler Insertion reagieren
kann (Soundarajan & Platz 1990; Young & Platz 1989, 1991). Neben diesem Vorteil bieten
fluorierte Arylazide die Option, durch Einbau radioaktiver Nukleotide direkt markiert zu wer-
den (Cai et al. 1992).
Photoreaktive Insuline wurden erstmals von Levy (1973) eingesetzt. Zur Photoaffinitätsmar-
kierung von Insulinrezeptoren werden sie seit 1978 (Yip) genutzt (Shoelson et al. 1993).
Photoinsuline, die zusätzlich über einen Biotinrest verfügen, der die Isolierung kovalenter
Ligand-Rezeptor-Komplexe über Avidin/Streptavidin-Affinitätschromatographie und die
Detektion über Chemilumineszenz (Enhanced Chemiluminescence, ECL) erlaubt, wurden zur
Charakterisierung des Insulinbindungsbereiches am Insulinrezeptor eingesetzt (Wedekind
1988; Fabry 1991, 1992; Kurose et al. 1994). Photoreaktivierbare IGF-I-Analoga wurden erst
in neuerer Zeit beschrieben (Yip et al. 1993; Fabry 1999).
Im Mittelpunkt der Untersuchungen stehen dabei neben der Frage nach dem Hormonbin-
dungsbereich der beiden Rezeptoren auch Studien zur Rezeptorfunktion wie beispielsweise
der Internalisierung oder der Signaltransduktion. Besondere Bedeutung hat die präzise
Identifizierung von Kontaktbereichen von Hormon-Rezeptorsystemen. Das genaue Verständ-
nis der Hormonbindung ist essentiell für eine gezielte Modifikation der Hormone, die
beispielsweise einen verbesserten therapeutischen Nutzen bewirken können.
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2 Problemstellung
Insulin und Insulin-like Growth Factor I besitzen ebenso wie ihre Rezeptoren ein großes Maß
an Homologie in Bezug auf Aminosäuresequenz, Domänenstruktur und Signaltransduktions-
mechanismus (Yarden & Ullrich 1988). Neben einer hochaffinen Bindung der nativen Hormo-
ne binden beide Rezeptoren auch das jeweils andere Hormon mit einer um den Faktor 100
verringerten Affinität. Die physiologischen Wirkspektren zeigen neben klar voneinander ab-
gegrenzten Bereichen auch Effekte, die sowohl vom Insulin- wie vom IGF-I-Rezeptor ausge-
löst werden. Wie die Signaltransduktion der beiden Rezeptoren ins Zellinnere verläuft, ist
noch weitgehend unklar. Das Binden von Insulin und IGF-I an ihre Rezeptoren ist jedoch bei
beiden Hormonen der erste essentielle Schritt, der die Signaltransduktion über die Plasma-
membran ins Zellinnere auslöst.
Die genaue Kenntnis des Kontaktbereiches und der Bindungsstöchiometrie des Insulins am
Insulin- und am IGF-I Rezeptor kann dazu beitragen,
• die Bindungsbereiche der beiden Hormone an ihren homologen Rezeptoren zu charak-
terisieren und mögliche Unterschiede oder Übereinstimmungen zwischen dem
Kontaktbereich des Insulins am Insulinrezeptor und am IGF-I Rezeptor festzustellen,
• zu klären, ob die stark divergierenden Affinitäten des Insulins an den beiden Rezeptoren
durch unterschiedliche Bindungsbereiche bedingt sind,
• zu untersuchen, ob die Bindungsregion entscheidend für die Art der ausgelösten Signal-
transduktionskaskade ist (metabolische oder mitogene Wirkung),
• den genauen Bindungsmechanismus des Insulins an den beiden Rezeptoren zu klären.
Die Beantwortung dieser Fragen ergänzt nicht nur bisher durchgeführte Struktur/Funktions-
untersuchungen, sondern ist auch eine essentielle Voraussetzung für die gezielte Modifizie-
rung therapeutisch wirksamer Insulinanaloga.
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In dieser Arbeit sollen mittels Photoaffinitätsmarkierung des nativen Insulinrezeptors, des na-
tiven IGF-I Rezeptors und zweier chimärer Insulin/IGF-I Rezeptoren Informationen über die
Insulinbindungsbereiche der Rezeptoren gewonnen werden. Nach enzymatischer Spaltung
können sich über den Vergleich der Spaltmuster bereits Hinweise auf die Bindungsregionen
des Insulins ergeben. Die Isolierung und Mikrosequenzierung markierter Rezeptorfragmente
sollen auf der Basis der bekannten Primärstrukturen der Rezeptoren die insulinbindenden
Bereiche identifizieren.
Die Arbeit gliedert sich in folgende Teilbereiche:
• Darstellung und Charakterisierung zweier Photoinsuline mit unterschiedlichen Marker-
gruppen,
• Kultivierung von NIH-3T3-Fibroblasten, die die nativen Rezeptoren für Insulin und IGF-I
sowie zwei chimäre Rezeptoren überexprimieren; Präparation von Plasmamembranen bzw.
Teilreinigung der Rezeptoren; Reinigung und Charakterisierung von Anti-Insulinrezeptor-
peptid-Antiseren,
• Photoaffinitätsmarkierung der Rezeptoren, Charakterisierung und enzymatische Spaltung
der Markierungsprodukte, Analyse der Spaltmuster,
• Untersuchung der Bindungsstöchiometrie der membranständigen Rezeptoren durch ortho-
gonale Photomarkierung.
Ergebnisse
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3 Ergebnisse
3.1 Photoinsuline
In der vorliegenden Arbeit werden zwei verschiedene Photogruppen, die Azidotetrafluoro-
benzoyl-biocytinoyl- (Atf-Bct) (1) und die 4-Azidosalicyloyl-Gruppe (Asa) (2) an die
ε-Aminogruppe des LysB29 des Insulinmoleküls gekuppelt. Die Asa-Photogruppe weist den
Vorteil auf, direkt iodierbar zu sein und den Rezeptor nach Photoaffinitätsmarkierung exakt
an der Verknüpfungsstelle radioaktiv zu markieren. Die Atf-Bct-Gruppe ermöglicht die
Kombination von Photoaffinitätsmarkierung und Biotin-Avidin-Komplexierung. Die hoch-
spezifische Interaktion des Biotinrestes mit Avidin oder Streptavidin ist Vorraussetzung für
die Reinigung und Detektion von photomarkierten Rezeptoren nach kovalenter Bindung des
B29-Atf-Bct-Insulins.
Abb. 6: Strukturformeln der Azidotetrafluorobenzoyl-biocytinyl (Atf-Bct) (1) und der
4-Azidosalicyloyl-Gruppe (Asa) (2).
3.1.1 Darstellung und Charakterisierung von B29-Atf-Bct-Insulin und
B29-Asa-Insulin
Als Ausgangssubstanz für die Synthesen der beiden Photoinsuline dient Humaninsulin. Zu-
nächst erfolgt die temporäre Blockierung der α-Aminogruppen mit der alkalisch abspaltbaren
Methylsulfonylethoxycarbonyl-Schutzgruppe (Msc). A1,B1-Msc2-Insulin wird entweder mit
dem N-Hydroxysuccinimidester der Azidosalicyloylsäure (Asa-OSu) oder des Nα-(4-
Azidotetrafluorobenzoyl)-biocytins (Atf-Bct-OSu) umgesetzt. Nach Abspaltung der Schutz-
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gruppen werden die Insulinanaloga mittels Reversed-Phase-HPLC (RP-HPLC) hochgereinigt.
Schema 1 zeigt das Syntheseschema am Beispiel von B29-Asa-Insulin. Die Darstellung von
B29-Atf-Bct-Insulin erfolgt analog.
Schema 1: Darstellung von B29-Azidosalicyloyl-Insulin.
H2N
H2N
Acylierung mit Msc-OSu
Dialyse bzw. Gelfiltration
Ionenaustauscher (Sephadex C25)
Gelfiltration (Sephadex G25f)
NH2
Msc
Msc
Acylierung mit Asa-OSu
Gelfiltration (Sephadex G25f)
NH2
Msc
Msc
Schutzgruppenabspaltung
Gelfiltration (Sephadex G25f)
Semipräperative HPLC
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H2N
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Zunächst wird A1,B1-Msc2-Insulin nach Schüttler (1979) mit einer Ausbeute von 53 % dar-
gestellt. Das partiell geschützte A1,B1-Msc2-Insulin wird vor dem Einsatz bei der Synthese
der Photoanaloga in Bezug auf Reinheit, Substitutionsgrad und Substitutionsort charak-
terisiert.
Die Darstellung von B29-Atf-Bct-Insulin erfolgt durch Umsetzung von A1,B1-Msc2-Insulin
mit drei Äquivalenten Atf-Bct-OSu. Die Reaktion erfolgt in wasserfreiem DMF unter Zusatz
von N-Methylmorpholin. Die Reaktionskontrolle erfolgt über RP-HPLC. Nach 3 h
Reaktionszeit bei Raumtemperatur ist quantitativer Umsatz erreicht.
B29-Asa-Insulin wird durch Reaktion von A1,B1-Msc2-Insulin mit zwanzig Äquivalenten des
N-Hydroxysuccinimidesters der Azidosalicylsäure in wasserfreiem DMF unter Zusatz von N-
Methylmorpholin dargestellt. Die Kupplung wird über RP-HPLC kontrolliert. Nach 3 h
Rühren bei Raumtemperatur wird die Reaktion durch Ansäuern mit Eisessig beendet. Die
erfolgreiche Acylierung der Insulinanaloga wird über Elektrophorese auf Celluloseacetat-
Folien nachgewiesen. Abb. 7 zeigt für beide Derivate eine um eine positive Ladung
verringerte Nettoladung im Vergleich zur Ausgangssubstanz.
I II
+
-III IV
Abb. 7:Elektropherogramm von A1,B1-Msc2-B29-Asa-Insulin und A1,B1-Msc2-B29-Atf-Bct-
Insulin im Vergleich zu A1,B1-Msc2-Insulin und einem Gemisch unterschiedlich
hoch substituierten Insulins (Mscx-Insulin-Gemisch) auf Celluloseacetat-Folie bei
pH 2,5.
Puffer: 2,4 M Ameisensäure/7 M Harnstoff; Trennbedingungen: 1 h bei 200 V; Anfärben der
Proteine mit Ponceau S; I: Mscx-Insulin-Gemisch; II: A1,B1-Msc2-Insulin; III:
A1,B1-Msc2-B29-Asa-Insulin; IV: A1,B1-Msc2-B29-Atf-Bct-Insulin.
Ergebnisse
___________________________________________________________________________
20
Die Schutzgruppenabspaltung erfolgt in 10 % wässrigem Piperidin. Der Reaktionsverlauf
wird über RP-HPLC verfolgt. Nach 110 min. ist eine vollständige Abspaltung erreicht. Das
Produkt wird über Sephadex G25f entsalzt und über RP-HPLC hochgereinigt. Abbildung 8
zeigt die HPLC-Chromatogramme der hochgereinigten Photoinsuline B29-Atf-Bct-Insulin
und B29-Asa-Insulin. Die Ausbeuten vor der Hochreinigung über RP-HPLC betragen 74 %
für B29-Asa-Insulin und 45 % für B29-Atf-Bct-Insulin. Nach Hochreinigung über RP-HPLC
betragen die Ausbeuten noch 20–30 % der eingesetzten Insulinanaloga.
A 215 nm
0 4 8 12 16 20 24 28 32 [min]
19,87
21,32
Abb. 8:Analytische RP-HPLC von B29-Asa-Insulin (Rt: 19,87 min) und B29-Atf-Bct-Insulin
(Rt: 21,32 min).
Säule: Nucleosil-100 5C18 (4 x 250 mm); Flußrate: 1 ml/min; Puffer A: 0,1 %
TFA/84  % CH3CN; Puffer B: 0,1 % TFA (v/v); Gradient: 30–60 % A in 30 min.
Mittels IR-Spektroskopie kann gezeigt werden, dass die photoreaktiven Gruppen der beiden
Insulinanaloga während der Synthese intakt bleiben. Die IR-Transmissionsspektren von B29-
Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-Insulin zeigen deutliche Signale für die Azidfunktion bei
2191 cm-1. In Abb. 9 ist dies am Beispiel des B29-Asa-Insulins gezeigt.
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2191 
Abb. 9:IR-Transmissionsspektrum von B29-Asa-Insulin.
Über UV-spektroskopisch ausgewertete Photolysestudien kann die Aktivierbarkeit der
Photogruppe beider Photoinsuline nachgewiesen werden. Abbildung 10 zeigt am Beispiel von
B29-Asa-Insulin, wie das Absorptionsmaximum des Photoinsulins bei 275 nm durch Bestrah-
lung mit einem UV-Blitzgerät abnimmt. Gezeigt ist die entsprechende Photolysestudie.
A
220 275  [nm]
1
2
0
500 Ws
1000 Ws
1500 Ws
Ws
Abb.10:UV-Absorptionsspektren von B29-Asa-Insulin in 50 mM Ammoniumhydrogencar-
bonat. Dargestellt ist das Spektrum der unbehandelten Probe und die Spektren, die
sich nach sukzessiver UV-Bestrahlung ergeben (500, 1000, 1500 Ws).
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Insulinrezeptor - Bindungsaffinitäten
Die Bindungsaffinität der Insulinderivate an den nativen Insulinrezeptor ist im Hinblick auf
den Einsatz in der Photoaffinitätsmarkierung von besonderer Bedeutung. Da die Liganden
zunächst reversibel an den Rezeptor binden, ist eine möglichst hohe Bindungsaffinität eine
günstige Voraussetzung für das Gelingen der kovalenten Verknüpfung mittels
Photoaffinitätsmarkierung.
Die reversible Bindungsaffinität der beiden Insulinanaloga B29-Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-
Insulin wurde an IM9-Lymphozyten bestimmt. Sie betragen 25 % für das B29-Asa-Insulin
und 81 % für das B29-Atf-Bct-Insulin, gemessen im Vergleich zu nativem Insulin.
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3.1.2 Radioiodierung von B29-Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-Insulin
Die radioaktive Markierung der Photoinsuline B29-Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-Insulin er-
möglicht nach Photoaffinitätsmarkierung die hochempfindliche Detektion der Hormon-Re-
zeptorkomplexe in einer Größenordnung von 10-12 bis 10-15 mol.
Die Iodierung von Insulinanaloga erfolgt durch elektrophile aromatische Substitution der Ty-
rosinseitenketten. Die in dieser Arbeit eingesetzten Katalysatoren Lactoperoxidase/H2O2 und
Chloramin T oxidieren Iod zu I+, das vier potentielle Substitutionsorte am Insulinmolekül
findet: TyrA14, TyrA19, TyrB16 und TyrB26. Eine Besonderheit des B29-Asa-Insulins ist die
iodierbare Photogruppe. Somit stehen bei diesem Insulinderivat insgesamt fünf Iodierungs-
positionen zur Verfügung. Die Verteilung des Iodeinbaus sowie der Anteil an Diiodisomeren
hängt von den gewählten Reaktionsbedingungen wie pH-Wert, Puffer und molarem
Verhältnis von Iod zu Insulin ab. Da im weiteren photoaffinitätsmarkierte Insulin-
Rezeptorkomplexe im reduzierten Zustand charakterisiert werden sollen, ist der Iodeinabau in
die B-Kette von besonderer Bedeutung. Um den Iodeinbau in die B-Kette zu erhöhen, wird
die Iodierung in 6 M Harnstoff durchgeführt. Dadurch wird das Insulinmolekül entfaltet, und
die B-Kette wird besser zugänglich (Linde et al. 1981). Die Bildung von Diiodisomeren ist
unerwünscht, da sie eine verringerte Aktivität besitzen und relativ schnell zu freiem Iod und
polymerem Insulin reagieren können (Huber et al. 1989). Die Radioidierung mit
Lactoperoxidase/H2O2 wird in Anlehnung an Welinder et al. (1984) durchgeführt. Na125I und
H2O2 werden äquimolar, das Insulinderivat in fünffachem Überschuß eingesetzt. Unter diesen
Bedingungen entstehen fast ausschließlich monoiodierte Insuline (Linde et al. 1981). Bei der
Iodierung mit Chloramin T kann es wegen des hohen Oxidationspotentials des entstehenden
Chlorids zu Beeinträchtigungen des zu iodierenden Proteins kommen.
B29-Asa-Insulin wird ausschließlich nach der Chloramin T-Methode radioaktiv markiert. Da
B29-Atf-Bct-Insulin nach Radiomarkierung mit Chloramin T nicht kovalent an Rezeptoren
bindet, wird dieses Photoinsulin auch nach der LPO/H2O2-Methode nach Welinder (1984) und
Gliemann (1985) iodiert. Die schonendere enzymatische Iodierung schließt möglicherweise
entstehende Beeinträchtigungen des Insulins aus, die ein Grund für die erfolglose Photo-
markierung sein können. 125I-B29-Atf-Bct-Insulin ist jedoch auch nach enzymatischer Radio-
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iodierung nicht in der Lage, Insulinrezeptoren kovalent zu markieren. Dies ist im Vergleich zu
der hohen relativen Bindung von 81 % besonders auffallend.
Bezogen auf das eingesetzte Na125I liegt für B29-Asa-Insulin die Einbaurate bei 80–90 %. Der
Iodeinbau in B29-Atf-Bct-Insulin ist mit 50–60 % bei der Chloramin T-Methode und
60–70 % bei der LPO/H2O2 Methode niedriger. Der Iodeinbau wird jeweils durch
Trichloressigsäurefällung ermittelt, bei der hochmolekulare Komponenten der Reaktions-
mischung ausgefällt werden. Durch Vergleich der präzipitierten Radioaktivität mit der im
Überstand verbleibenden Radioaktivität lässt sich der prozentuale Iodeinbau bestimmen.
Die Reinigung der Produkte erfolgt mit Hilfe von SepPak-(RP-C18)-Kartuschen. Die
radioiodierten Photoinsuline werden mit 84 % Acetonitril/0,1 % Trichloressigäure eluiert und
vor der Lagerung bei -20°C lyophilisiert. Auf diese Weise werden bis zu 98 % der aufgrund
der TCA-Fällung am Insulin erwarteten Radioaktivität wiedergefunden. Abb. 11 zeigt ein
typisches Elutionsprofil am Beispiel des 125I-B29-Asa-Insulins.
Radioaktivität
[103 cpm]
Fraktion
1 5 10 15
5000
10000
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20000
Abb. 11: Elutionsdiagramm und Quantifizierung der Reinigung von 125I-B29-Asa-Insulin
durch Extraktion an Sep-Pak-(RP-C18)-Kartuschen. Gezeigt ist die Verteilung der
Radioaktivität in den Wasch- (Fraktionen 1–9) und Elutionsfraktionen
(Fraktionen 10–19). Waschpuffer: 10 % CH3CN/H2O; Elutionspuffer: 84
% CH3CN/0,1  % TFA; Fraktionsgröße: 1 ml; Quantifizierung durch Messung von
Aliquots im γ-Counter.
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Die Bestimmung des Substitutionsortes erfolgt durch oxidative Sulfitolyse des Insulinderivats,
elektrophoretische Trennung der Ketten und anschließende chymotryptische Spaltung der A-
Kette und tryptische Spaltung der B-Kette. Abb. 12 zeigt das Elektropherogramm der
oxidativen Sulfitolyse von B29-Asa-Insulin. Es zeigt sich für 125I-B29-Asa-Insulin ein 70%iger
Iodeinbau in die B-Kette.
Abb. 12: Bestimmung des Iodeinbaus in A- und B-Kette von 125I-B29-Asa-Insulin durch
oxidative Sulfitolyse der Iodierungsmischung. Die Spaltstücke werden durch DC-
Celluloseelektrophorese getrennt; die Radioaktivität wird nach Anfärben mit Pauly-
Reagenz durch Messen der in 0,3 cm breite Streifen geschnittenen Chromato-
gramme im Gammacounter bestimmt. Als Referenz dient natives Insulin.
Abb. 13 zeigt die Elektropherogramme der enzymatischen Spaltungen der isolierten A- und B-
Kette. Die beiden Tyrosinseitenketten der A-Kette werden mit 47 % in A14 und 53 % in A19
etwa gleich stark substituiert. Die durch die tryptische Spaltung nicht getrennten Positionen
B26 und B29 (49 %) sind in vergleichbarem Maß iodiert wie der Tyrosinrest der Position B16
(51 %).
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Abb. 13: Bestimmung der Iodisomerenverteilung von 125I-B29-Asa-Insulin durch chymotryp-
tische Spaltung der A-Kette (A) und tryptische Spaltung der B-Kette (B).
Die Spaltstücke werden durch DC-Celluloseelektrophorese getrennt und die Radio-
aktivität nach Anfärben mit Pauly-Reagenz durch Zerschneiden der Chromato-
gramme und Messen im Gammacounter bestimmt. Als Referenz dient natives
Insulin.
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3.2 Präparation und Photoaffinitätsmarkierung von Rezeptoren aus
NIH-3T3-Fibroblasten
Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Rezeptoren werden stabil in NIH-3T3-
exprimiert. Die folgenden vier Klone werden dabei in der Photoaffinitätsmarkierung
eingesetzt:
- 3T3-IR, der den humanen Insulinrezeptor (Subtyp A) exprimiert (Lammers et al. 1989),
- 3T3-IGF-IR, der den humanen IGF-I Rezeptor exprimiert (Lammers et al. 1989),
- 3T3-IR/IGF-IR C2, der einen chimären Rezeptor auf Basis des humanen Insulinrezeptors
exprimiert, bei dem die Cystein-reiche Subdomäne (AS 137–325) der α-Untereinheit
gegen die des IGF-I Rezeptors (AS 131–315) ausgetauscht wurde (Schumacher 1993),
- 3T3-IGF-IR/IR C1,3, der einen chimären Rezeptor auf Basis des humanen IGF-I Rezeptors
exprimiert, bei dem die N-terminale (AS 1–131) und die dritte Domäne (AS 315–514) ge-
gen die des humanen Insulinrezeptors (AS 1–137 bzw. AS 325–524) ausgetauscht wurde
(Schumacher 1993).
Abb. 14 zeigt eine schematische Darstellung der α-Untereinheiten der Wildtyp- und der
chimären Rezeptoren.
Abb. 14: Schematische Darstellung der α-Untereinheiten der Wildtyp- und der chimären
Rezeptoren (IR-Anteile sind grau, IGF-IR-Anteile weiß dargestellt). Die vier
Subdomänen sind markiert: N-terminale Domäne, Cystein-reiche Domäne (Cys),
dritte und C-terminale Domäne. Die Numerierung der Aminosäuren erfolgt nach
Ullrich et al. (1985; 1986).
1 131 315 514 716
1 137 325 524 719
IR
IGF-IR
IR/IGF-IR C2
IGF-IR/IR C1,3
Cys
Cys
Cys
Cys
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3.2.1 Kultivierung von NIH-3T3-Fibroblasten
NIH-3T3 ist die Bezeichnung für eine aneuploide Mauszell-Linie mit fibroblastenähnlicher
Morphologie, die im präkonfluenten und konfluenten Stadium eine polygonale Form mit rela-
tiv langen Zellfortsätzen aufweist (Ibelgaufts 1990). Die Zellen wachsen einlagig und haften
gut an der Oberfläche der Kulturgefäße, so dass Waschungen und Medienwechsel leicht
durchgeführt werden können. Bei der Kultivierung wird darauf geachtet, dass die Zellen nicht
konfluent wachsen, weil dadurch der Verlust der Kontaktinhibition erreicht würde. Dies ist
durch Einhalten eines wöchentlichen Teilungsrhythmuss gewährleistet.
Die Klone, die die chimären Rezeptoren exprimieren, sind mit dem eukaryontischen Ex-
pressionsplasmid pCMV transfiziert. Zusätzlich trägt das Plasmid die Gene für Neomycin-
resistenz, die bakterielle Phosphotransferase APH(3')II, und die Dihydrofolatreduktase (Schu-
macher 1993). Bei der Kultivierung wird dem Kulturmedium Geneticin in einer Konzen-
tration von 0,5 mg/ml zugesetzt. Geneticin ist ein Aminoglycosid-Antibiotikum, das durch
Inhibition der 80S-Ribosomen die eukaryontische Proteinbiosynthese blockiert. Geneticin
kann durch bakterielle Phosphotransferasen inaktiviert werden. Zellen, die kein Neomycin-
Resistenzgen aufgenommen und stabil ins Zellgenom integriert haben, sterben nach wenigen
Tagen ab. Zusätzlich wird dem Medium Methothrexat in steigenden Konzentrationen zu-
gegeben. Die Endkonzentration beträgt 1µM. Methothrexat ist ein Strukturanalogon von Folat
und inhibiert die Dihydrofolatreduktase (DHFR). Durch Zugabe steigender Mengen Metho-
threxat wird auf Zellen selektioniert, die auf dem Plasmid vorhandenen Gene amplifizieren.
3.2.2 Präparation von Plamamembranen aus NIH-3T3-Fibroblasten
Da die zu charakterisierenden, membranständigen Rezeptoren trotz der Überexpression in
NIH-3T3-Zellen nur einen relativ geringen Anteil am Gesamtprotein der Zellen ausmachen,
ist es notwendig, vor Beginn weiterer Untersuchungen eine selektive Anreicherung der
Rezeptoren vorzunehmen. Aus diesem Grund werden die Plasmamembranen der kultivierten
Zellen präpariert. Abb. 15 zeigt das prinzipielle Vorgehen bei der Plasmamembranpräparation
über Differentialzentrifugation nach Weiland (1990).
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Abb. 15: Reinigung von Plasmamembranen über Differentialzentrifugation.
In einer Serie verschiedener Zentrifugationsschritte werden Zelltrümmer und Zellorganellen
abgetrennt und Plasmamembranen angereichert. Als Aufreinigungskontrolle werden die Frak-
tionen der verschiedenen Aufreinigungsstufen auf Insulinbindungsaktivität getestet. Abb. 16
zeigt die Bindung von A14-125I-Monoiodinsulin an Rezeptoren der verschiedenen
Aufreinigungsstufen von Plasmamembranen der Zellen, die den IGF-IR/IR C1,3-Rezeptor
überexprimieren. Untersucht werden die intakten NIH-3T3-Zellen, das JA20-Pellet, die
Interphase des ersten Ultrazentrifugationsschrittes (UZ) und das Plasmamembranpellet des
zweiten Ultrazentrifugationsschrittes. Es ist erkennbar, dass die spezifische Insulinbindungs-
affinität mit jedem Aufreinigungsschritt deutlich zunimmt. Die geringste Insulinbindungs-
affinität weisen die intakten Zellen, die größte die aufgereinigten Plasmamembranen auf.
gewaschene Zellen
Homogenisierung
aufgeschlosssene Zellen
Zentrifugation
(JA20, 10000 rpm, 10', 4°C)
 Homogenisation des Pellets
Zentrifugation auf 38,5 % Saccharosekissen
(TI 40, 23000 rpm, 60', 4°C)
Zentrifugation der Plasmamembranfraktion
(TI 40, 23000 rpm, 60', 4°C)
 Homogenisation des Pellets, Schockgefrieren in Stickstoff
Entfernung von ER und Golgiapparat
Entfernung von Kernen und Mitochondrien
 4°C) min, 
 4°C) min, 
10 min, 4°C)
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Abb. 16: A14-125I-Monoiodinsulinbindung an verschiedene Fraktionen der Plasmamembran-
aufreinigung über Differentialzentrifugation. A14-125I-Monoiodinsulin wird durch
steigende Konzentrationen nativen Insulins (aufgetragen als log c [mol/l) ver-
drängt. Eingesetzt werden jeweils gleiche Proteinmengen der Fraktionen.
Aus den Bindungsstudien lassen sich über Scatchardanalyse die Insulinbindungsaktivitäten
und damit Reinigungsfaktoren bestimmen. Aus dieser Analyse wird deutlich, dass die
Plasmamenbranen im Vergleich zu den intakten Zellen um den Faktor 176 aufgereinigt
wurde. Tab. 3 fasst die Zahlen einer Membranaufreinigung am Beispiel der Chimäre IGF-
IR/IR C1,3 zusammen.
Tab. 3: Aufreinigung von Plasmamembranen mittels Differentialzentrifugation, ausgehend
von 60 Kulturschalen (Durchmesser 16 cm). Die spezifische Insulinbindungsaktivität
wird über Scatchardanalyse bestimmt und gibt an, wieviel µg Insulin pro mg Protein
gebunden werden können.
Fraktion Gesamtvolumen
in ml
Gesamtprotein
in mg
Spezifische
Insulinbindungs-
aktivität
in µg/mg
Reinigungs-
faktor
NIH-3T3-Zellen 70 87,5 0,196 1
JA20 Pellet 18 23,6
Interphase 8 13
Plasmamembranen 1 2,24 34,43 176
In allen Fraktionen der Membranaufreinigung können Rezeptoren mit 125I-B29-Asa-Insulin
photoaffinitätsmarkiert werden. Nach SDS-PAGE im reduzierten System und
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Autoradiographie repräsentieren die Banden um 130 kD die photomarkierten α-
Untereinheiten der Rezeptoren. Über Kontrollansätze mit einer Endkonzentration von 10-5 M
nativem Insulin, in denen kein photoaffinitätsmarkierter Rezeptor nachzuweisen ist, wird die
Spezifität der Rezeptormarkierung in allen Fraktionen der verschiedenen Reinigungsstufen
deutlich. Abb. 17 zeigt dies am Beispiel des IGF-IR/IR-C1,3-Rezeptors.
Abb. 17: Photoaffinitätsmarkierung von IGF-IR/IR C1,3-Rezeptoren mit 125I-B29-Asa-
Insulin der verschiedenen Aufreinigungsstufen (z.B. Tab. 3).
Die Rezeptoren werden wie in Kap. 5.8 beschrieben markiert und reduziert in
einem 7,5 % SDS-Gel aufgetrennt. Die Abbildung zeigt die Autoradiographie des
Gels.
I: homogenisierte Zellen; III : JA20-Pellet, V: Interphase des ersten UZ-Schrittes,
VII: Plasmamembranen; die Spuren II, IV, VI und VIII zeigen die entsprechenden
Kontrollansätze mit 10-5 M nativem Insulin.
Bei der Detektion der mit B29-Atf-Bct-Insulin markierten Rezeptoren über Biotin zeigte sich
ein Problem sehr deutlich. In den Membranfraktionen sind endogene biotinylierte Proteine
gleicher elektrophoretischer Beweglichkeit wie die α-Untereinheit des Insulin- bzw. IGF-I-
Rezeptors vorhanden. Sie werden ebenfalls detektiert und verhindern den spezifischen
Nachweis photomarkierter α-Untereinheiten. Möglicherweise handelt es sich dabei um
mitochondriale Verunreinigungen wie die Pyruvatcarboxylase, ein tetrameres Enzym, dessen
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Untereinheiten ein Molekulargewicht von 130 kD besitzen (Chandler et al. 1986). Zur
Entfernung dieser endogenen biotinylierten Enzyme mußte ein alternatives Aufreinigungs-
schema ausgearbeitet werden. In Abb. 18 ist das generelle Vorgehen dargestellt. Ausgehend
von einer kurzen Lyse der Zellen, bei der die Zellkompartimente intakt bleiben, werden
plasmamembranständige Rezeptorproteine über Wheat Germ Agglutinin (WGA)
Affininitätschromatographie gereinigt.
Abb. 18: Aufreinigung von Insulinrezeptoren über eine kurze Lyse und WGA Affinitäts-
chromatographie.
Nach Waschen der Zellen wird mit 1% Triton X-100 solubilisiert und 10 min. auf Eis
inkubiert. Anschließend werden nicht aufgebrochene Zellkompartimente und Kerne bei 4°C
abzentrifugiert. Der Zentrifugationsüberstand wird 1:2 mit WGA-Chromatographiepuffer
verdünnt und an WGA-Sepharose chromatographiert. WGA besitzt eine hohe Affinität für die
N-Acetylglucosaminseitenketten membranständiger Proteine, die sich durch diese Chromato-
graphie gezielt anreichern lassen. Die mit 0,3 M N-Acetylglucosamin eluierten Fraktionen
werden in einem Insulinbindungsassay auf das Vorhandensein von Rezeptoren getestet. Abb.
19 zeigt ein Elutionsdiagramm der WGA Affinitätschromatographie des humanen
Insulinrezeptors. Über 70 % der gesamten Rezeptoren werden bereits in den Fraktionen 1-3
eluiert, so dass sie relativ konzentriert für weitere Untersuchungen zur Verfügung stehen.
gewaschene Zellen
kurze Triton X-100-Lyse
(10', auf Eis)
Abtrennen nicht solubilisierter Zellkompartimente
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Elution von Membranproteinen
Bindungstest zur Detektion der Rezeptorfraktion
teilgereinigte Rezeptoren
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Abb. 19: Elutionsdiagramm der WGA Affinitätschromatographie solubilisierter 3T3-IR-
Rezeptoren.
Das Lysat wird 1:2 mit Chromatographiepuffer verdünnt, mit Proteaseinhibitoren
versetzt und mit ca. 4 ml WGA-Sepharose 16 h bei 4°C inkubiert. Nach Gießen und
Waschen der Säule wird mit 0,3 M N-Acetylglucosamin eluiert. Es werden 10
Fraktionen a 1 ml gesammelt. Je 50 µl jeder Fraktion werden auf  ihre
Insulinbindungsaffinität getestet.
Mit dieser Art der Aufreinigung können endogene biotinylierte Membranproteine vollständig
beseitigt werden. Als Erfolgskontrolle werden Proben der verschiedenen Aufreinigungsstufen
nach Reduktion und SDS-PAGE auf PVDF-Membranen geblottet und über ECL (Enhanced
Chemiluminescence) auf die Anwesenheit biotinylierter Proteine getestet. Abb. 20 zeigt ein
typisches Ergebnis mit deutlich abnehmendem Anteil an biotinylierten Verunreinigungen (I-
IV) sowie einer spezifisch markierten 130 kD-Bande, die der α-Untereinheit des mit B29-Atf-
Bct-Insulin photomarkierten Insulinrezeptors (V) entspricht. In Bahn I und III ist das endogene
biotinylierte Protein mit gleicher elektrophoretischer Beweglichkeit wie die α-Untereinheit
des Insulinrezeptors in Bahn V deutlich zu erkennen. Die vollständige Reinigung von
endogenen biotinylierten Proteinen zeigt Bahn IV. Die Spezifität der
Photoaffinitätsmarkierung wird durch Verdrängen mit nativem Insulin gezeigt (VI).
Da die Volumina der Reinigungsstufen von 1 ml (Elutionsfraktion) bis zu 50 ml (WGA-
Inkubation) schwanken, werden sie vor der Photomarkierung so eingeengt, dass die Rezep-
toren jeweils in gleichem Maß verdünnt vorliegen. Dieser Schritt ist für den eindeutigen
Nachweis der Reinigung von endogenen Proteinen essentiell, weil nur so Verdünnungseffekte
ausgeschlossen werden können.
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Abb. 20: Aufreinigungskontrolle über Detektion endogener biotinylierter Proteine und photo-
affinitätsmarkierten humanen Insulinrezeptors mittels Enhanced Chemilumines-
cence nach SDS-PAGE im reduzierenden System und Western Blot.
I: Zell-Lysat; II: Pellet mit Kernen und Zellorganellen; III: nicht an WGA-Agarose
gebundenes Material; IV: eluierte membranständige Proteine; V: mit B29-Atf-Bct-
Insulin photomarkierter Insulinrezeptor; VI: Kontrollansatz mit 1000-fachem
Überschuß unmarkiertem Insulin; VII: HMW-Molekulargewichtsstandard.
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3.2.3 Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren zur Rezeptoraufreinigung
Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren stellen grundsätzlich ein wertvolles Hilfsmittel bei der
Rezeptorcharakterisierung und -reinigung dar. In der Immunpräzipitation oder Immunaffini-
tätschromatographie dienen Antikörper der hochspezifischen Rezeptorbindung und -isolierung
(Roth et al. 1983; Ganderton et al. 1992). Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antikörper wurden
beispielsweise erfolgreich eingesetzt, um die Bedeutung des Exons 11 des Insulinrezeptorgens
in Bezug auf die Insulinbindung zu charakterisieren (Sesti et al. 1994). In dieser Arbeit
wurden vier verschiedene polyklonale Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren eingesetzt, die
gegen folgende vier Sequenzen gerichtet sind (Scherbaum 1994):
- AS 11–25: Met-Asp-Ile-Arg-Asn-Asn-Leu-Thr-Arg-Leu-His-Glu-Leu-Glu-Asn
(IRP 1)
- AS 66–81: Val-Tyr-Gly-Leu-Glu-Ser-Leu-Lys-Asp-Leu-Phe-Pro-Asn-Leu-Thr-Val 
(IRP 2)
- AS 405–419: Asn-Gln-Asn-Leu-Arg-Gln-Leu-Trp-Asp-Trp-Ser-Lys-His-Asn-Leu
(IRP 3)
- AS 451–465: Arg-Gln-Glu-Arg-Asn-Asp-Ile-Ala-Leu-Lys-Thr-Asn-Gly-Asp-Lys
(IRP 4)
Die Sequenzen wurden aus dem N- und dem C-terminalen Bereich der α-Untereinheit des
Insulinrezeptors mit Hilfe des "antigenem Index" ausgewählt. Dieser Index fasst die Parameter
Hydrophilie (Hopp 1981), Wahrscheinlichkeit der Oberflächenorientierung (Janin et al. 1978;
Emini et al. 1985), Segmentflexibilität (Karplus et al. 1985; Westhof et al. 1984) und
Sekundärstrukturanalysen nach Chou und Fasman (1978) und Garnier et al. (1978) zu einem
Algorithmus zusammen. Diese Kriterien ermöglichen eine Vorhersage exponierter Protein-
strukturen und damit der Antigenizität. Alle Peptide sind N-terminal um die Aminosäure
Cystein, die als Ankergruppe bei der Immunisierung dient, verlängert. Die ausgewählten
Chargen der Antiseren zeigen im Immuno-Dot-Blot ein positives Signal, d.h. alle Antiseren
erkennen die auf einer Nitrozellulosemembran immobilisierte Ektodomäne des
Insulinrezeptors (Scherbaum 1994). Trotz einer nur geringen Verdrängung von A14-125I-
Monoiodinsulin in Kompetitionsstudien an IM9 Lymphozyten können diese Antiseren ein
hochspezifisches Werkzeug für die Hochreinigung und Detektion von Rezeptoren darstellen.
Die Kompetitionsstudien lassen lediglich eine Aussage darüber zu, ob der Bindungsbereich
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des Insulins durch die Antiseren blockiert oder in seiner Konformation beeinträchtigt wird.
Alle Antiseren erkennen die Rezeptorpeptide, mit denen immunisiert wurde, mit so hoher
Empfindlichkeit, dass sie ein großes Potential besitzen, in Immunaffinitätschromatographien
und Immunowesternblots hochspezifisch mit Rezeptoren zu interagieren.
3.2.3.1 Aufreinigung der Antiseren
Aufgrund von positiven Ergebnissen im Dot-Immunobindungsassay werden die Antiseren im
Enzyme Linked Immuno Sorbent Assay (ELISA) und im Immunowesternblot eingesetzt. Die
ungereinigten Antiseren erkennen die Ektodomäne des Insulinrezeptors jedoch weder im
ELISA noch im Immunowesternblot. Die Peptide IRP1–IRP4, mit denen immunisiert wurde,
werden jedoch mit hoher Spezifität erkannt. Abb. 21 zeigt das Ergebnis eines ELISA, bei dem
100 ng IR 921 bzw. 10 ng IRP1–IRP4 auf den Mikrotiterplatten immobilisiert wurde. Das
Messprinzip beruht darauf, dass die an Antigene gebundenen Antikörper mit einem zweiten,
Peroxidase-markierten Antikörper interagieren. Das zugesetzte Farbsubstrat 2,2‘Azino-bis-3-
ethylbenzothiazolinsulfonat (ABTS) wird bei Anwesenheit des Enzyms oxidiert und
entwickelt eine dunkelgrüne Farbe mit einem Absorptionsmaximum bei 410 nm. Die in einem
ELISA-Lesegerät gemessene optische Dichte (OD) ist somit ein Maß für die Interaktion
zwischen Antikörper und Antigen. Die Werte für die Ektodomäne liegen im Bereich der
Kontrollwerte ohne immobilisiertes Antigen (OD 0,2), d.h. es erfolgt keine spezifische Bin-
dung an die Ektodomäne. Die hohen Werte der optischen Dichte (OD 4) für die Rezeptor-
peptide sind dagegen ein Beleg für die hohe Spezifität, mit der die Anti-Insulinrezeptorpeptid-
Antikörper an das jeweilige Peptid binden.
Ergebnisse
___________________________________________________________________________
37
Abb. 21: ELISA der Rohseren mit immobilisierter Ektodomäne IR 921 und den Insulin-
rezeptorpeptiden IRP1–IRP4. Es werden 100 ng IR 921 bzw. 10 ng des jeweiligen
Peptids immobilisiert, die Antiseren werden 1:1000 verdünnt. Nach Inkubation mit
einem Peroxidase-konjugierten Anti-Rabbit-IgG wird mit 2,2'Azino-di-[3-
ethylbenzthiazolinsulfonat] (ABTS), einem Farbsubstrat, detektiert. Die optische
Dichte wird im ELISA-Reader bei 410 nm bestimmt.
I: Anti-IRP1-Antiserum; II: Anti-IRP2-Antiserum; III: Anti-IRP3-Antiserum; IV:
Anti-IRP4-Antiserum.
Da die Seren zwar die Peptide nicht aber die Insulinrezeptorektodomäne mit hoher Spezifität
erkennen, werden die Antiseren vor einem weiteren Einsatz aufgereinigt. Dazu werden zwei
verschiedene Affinitätschromatographie-Strategien eingesetzt. Zum einen werden die Seren
über Affinitätschromatographie an Protein A-Sepharose und zum anderen an Rezeptorpeptid-
affinitätsmatrices gereinigt.
Protein A erkennt die meisten Typen von Antikörpern und bindet sie reversibel, so dass es zur
Reinigung der Immunglobuline von allen anderen Serumproteinen eingesetzt werden kann.
Hohe Salzkonzentrationen und alkalisches Medium stärken die Bindung zwischen Protein A
und Antikörper. Die Chromatographie von Antiseren liefert in einem Schritt die meisten
Antikörper. Die ungereinigten Antiseren werden dazu mit 1M Tris, pH 8 verdünnt und 2 h bei
4°C mit Protein A-Sepharose inkubiert. Die Elution der Antikörper erfolgt nach Waschen der
in eine Säule gegossenen Matrix mit 100 mM Glycin, pH 3. Die Elutionsfraktionen werden
sofort neutralisiert und können eingesetzt werden. Durch Protein A-Chromatographie wird
jedoch keine Verbesserung erzielt, d. h. auch nach diesem Reinigungsschritt wird die
Ektodomäne IR 921 des Insulinrezeptors von den Antiseren im ELISA nicht spezifisch
erkannt.
Um die immunogenen Insulinrezeptorpeptide zur Herstellung einer Affintätsmatrix einsetzen
zu können, werden zunächst die tertiären Butyl-Schutzgruppen der N-terminalen Cysteine ab-
gespalten. Die Abspaltung erfolgt in TFA/2-Propanol, das mit Tributylphosphin versetzt wird.
OD 410nm
Kontrolle ohne Antigen
100 ng IR 921
10 ng IRP 1-4
I II III IV
0
1
2
3
4
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Die Peptide werden anschließend über die freie SH-Gruppe an das Epoxidharz Eupergit
gekoppelt. Die Kupplungsreaktion wird über einen ELISA kontrolliert. Da die Antiseren die
jeweiligen Rezeptorpeptide mit hoher Spezifität erkennen, ist es möglich, über ihre Abnahme
im Reaktionsüberstand Kupplungsausbeuten von 50% für IRP1 bis 80% für IRP2, IRP3 und
IRP4 zu bestimmen. Bei dieser Affinitätschromatographie binden nur die Anti-
Insulinrezeptorpeptid-Antikörper mit hoher Affinität an die immobilisierten Peptide, während
alle anderen Serumproteine im Überstand bleiben und ausgewaschen werden können. Die
Elution der Antikörper erfolgt mit einem sauren und einem basischen Elutionsschritt. Als
Kontrolle für diesen Reinigungsschritt werden Rohseren und Elutionsfraktionen der vier
Antiseren reduziert in der SDS-PAGE aufgetrennt und nach Ansorge (1985) silbergefärbt. Zur
Vermeidung von Konzentrationseffekten, wird das Rohserum im gleichen Maß wie die
affinitätsgereinigten Antiseren verdünnt. Abb. 22 zeigt in den Rohseren Banden im Bereich
von 100 – 150 kD, die Verunreinigungen darstellen (I, III, V, VII). Immunglobuline des
Subtyps G (IgG) stellen den Hauptteil der Antikörper im Serum dar. Durch Reduktion und
SDS-PAGE werden sie in leichte und schwere Ketten aufgetrennt. Die kräftige 50 kD-Bande
der nicht aufgereinigten Antiseren repräsentiert den Anteil der schweren Ketten an den im
Rohserum befindlichen Antikörpern, eine schwächere Bande im Bereich von 25 kD den
Anteil der leichten Ketten. Nach Affinitätschromatographie ist nur noch die 50 kD-Bande (II,
IV, VI, VIII) der schweren Kette der Immunglobuline des Subtyps G nachzuweisen. Dies
zeigt, dass Fremdproteine erfolgreich entfernt werden konnten. Die deutliche Abnahme der
Intensität der 50 kD-Bande spricht dafür, dass ein relativ großer Anteil der im Rohserum
vorhandenen Antikörper nicht gegen die Insulinrezeptorpeptide gerichtet ist und durch die
Affinitätschromatographie ebenfalls entfernt wurde.
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Abb. 22: SDS-PAGE der ungereinigten und der über Affinitätschromatographie gereinigten
Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren. Die Seren werden reduziert und in einem
7,5 % Gel aufgetrennt. Die Abbildung zeigt das Ergebnis der Silberfärbung nach
Ansorge (1985).
I: Anti-IRP1-Antiserum, roh; II: Anti-IRP1-Antiserum, gereinigt; III: Anti-IRP2-
Antiserum, roh; IV: Anti-IRP2-Antiserum, gereinigt; V: Anti-IRP3-Antiserum, roh;
VI: Anti-IRP3-Antiserum, gereinigt; VII: Anti-IRP4-Antiserum, roh; VIII: Anti-
IRP41-Antiserum, gereinigt.
Die Eluate der Affinitätschromatographie, d.h. hochgereinigte Antikörper, werden im ELISA
mit immobilisierten Insulinrezeptorpeptiden und immobilisierter Ektodomäne IR 921 getestet.
Abb. 23 zeigt am Beispiel der Elutionen des Anti-IRP1-Antiserums, dass die gemessenen
Absorptionswerte für die Interaktion mit der Ektodomäne im Bereich der Kontrollwerte lie-
gen, d.h. es erfolgt auch nach Affinitätsreinigung keine spezifische Interaktion mit der Ekto-
domäne des Insulinrezeptors. Die Insulinrezeptorpeptide werden wiederum spezifisch erkannt,
wie die hohen OD-Werte zeigen. Die Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren werden erst in
dem basischen Elutionsschritt eluiert wie der Anstieg der optischen Dichte in der ersten
basischen Elutionsfraktion (B1) zeigt.
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OD410
Abb. 23: ELISA der sauren (S1–S8) und basischen Eluate (B1–B8) der
Affinitätschromatographie von Anti-IRP1-Antiserum mit immobilisierter
Ektodomäne IR 921 und dem entsprechenden Insulinrezeptorpeptid IRP1.
Es werden 100 ng IR 921 bzw. 10 ng IRP1 immobilisiert, die Elutionsfraktionen
werden unverdünnt eingesetzt. Das weitere Vorgehen entspricht Abb. 21.
Der monoklonale Anti-Insulinrezeptor-Antikörper 83-14, der durch Reaktion mit der Region
zwischen Aminosäure 450 und 600 der α-Untereinheit die Insulinbindung an den Rezeptor
inhibiert (Soos & Siddle 1986; Schäfer et al. 1990), wird parallel als Positivkontrolle einge-
setzt. Im ELISA mit immobilisierter Ektodomäne wird eine optische Dichte von 1,4 vor einem
Hintergrund von 0,15 gemessen. Dieses deutliche Signal zeigt die starke und hochspezifische
Interaktion dieses Antikörpers mit der Ektodomände des Insulinrezeptors.
3.2.3.2 Charakterisierung der Antiseren mittels biomolekularer
Interaktionsanalyse
Die biomolekulare Interaktionsanalyse ermöglicht die Echtzeitmessung biospezifischer Inter-
aktionen. In dieser Arbeit wird sie genutzt, um Informationen über die relativen Affinitäten
der vier Antiseren Anti-IRP1–IRP4 und des monoklonalen Antikörpers 83-14 zur
Ektodomäne IR 921 zu erhalten.
Im Prinzip beruht die Methodik auf dem optischen Phänomen der "Surface Plasmon Reso-
nance" (SPR). SPR tritt bei totaler interner Lichtreflexion an der Grenzfläche zweier Medien
unterschiedlicher optischer Dichte auf, wenn das optisch dichtere Medium mit einem dünnen
Metallfilm überzogen ist. Beim Auftreffen eines Lichtstrahls aus dem optisch dichteren Medi-
um auf das Medium geringerer Dichte, wie beispielsweise einer Analytlösung, kommt es zu
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totaler interner Reflektion, wenn der Einstrahlwinkel größer als der kritische Winkel ist.
Gleichzeitig tritt eine evaneszente Welle in die Analytlösung ein. Wird monochromatisches,
polarisiertes Licht eingestrahlt und ist die Grenzfläche zwischen den beiden Medien mit
einem dünnen Metallfilm (< 1µm) beschichtet, kann die evaneszente Welle mit freien
oszillierenden Elektronen ( Plasmonen) der Metallfilmoberfläche interagieren (Abb. 24).
 
Monochromatisches 
polarisiertes Licht 
Glasprisma
Reflektiertes Licht 
Metallfilm 
Evaneszente Welle 
Analytlösung
Abb. 24: Prinzip der evaneszenten Welle: unter den Bedingungen der totalen internen Re-
flektion an einer Metall-überzogenen Grenzfläche tritt eine evaneszente Welle in
das Medium des kleineres Brechungsindices ein.
Durch Anregung der Elektronen geht Energie verloren und die Intensität des reflektierten
Lichtstrahls wird meßbar verringert. Das Phänomen der SPR tritt nur bei einem definierten
Einstrahlwinkel auf, der bei konstanten Versuchsparametern nur vom Refraktionsindex der
Analytlösung abhängt. Auf diese Weise können Änderungen des Refraktionsindexes der Puf-
ferlösung, d.h. der Masseänderung bis zu 1 µm von der Metalloberfläche entfernt, über die
Änderung des Resonanzwinkels detektiert werden (Boardman 1982; Raether 1988).
Zentrale Einheit des BIACORE-Systems ist der Sensorchip. Er besteht aus einem Glasträger,
der mit einer 50 nm dicken Goldschicht überzogen ist. Die Goldschicht ist mit langkettigem
Hydroxyalkanthiol beschichtet, das als Anker für eine Dextranmatrix dient. Eingesetzt wurde
eine carboxymethylierte Dextranschicht, an der nach Aktivierung mit NHS/EDC die Ekto-
domäne des Insulinrezeptors IR 921 immobilisiert werden konnte. Abb. 25 zeigt das
Sensorgramm der erfolgreichen Kupplung der Ektodomäne and die hydrophile Dextranmatrix.
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Abb. 25: Immobilisierungs-Sensorgramm für die Ektodomäne des Insulinrezeptors IR 921.
Die carboxymethylierte Dextranschicht wird mit NHS/EDC-Lösung im Flußsystem
des BIACORE-Gerätes aktiviert. Der bei der Aktivierung beobachtete Anstieg der
Response Units (RU) beruht auf den unterschiedlichen Refraktionsindices der
NHS/EDC- und der HBS-Pufferlösung, die im Grundzustand über den Chip geleitet
wird. IR 921 wird in 10 mM AcONa, pH 4,5 über die Matrix geleitet, an der eine
kovalente Bindung stattfindet. Anschließend werden nicht besetzte Gruppen durch
Ethanolamin denaktiviert. Nach der Deaktivierung entspricht der Nettoanstieg des
Signals der Menge an kovalent gebundener Ektodomäne.
Nach erfolgreicher Immobilisierung der Ektodomäne IR 921 werden die vier gereinigten Anti-
seren Anti-IRP1-IRP4 und der monoklonale Antikörper 83-14 im BIACORE auf ihre Affinität
zur Ektodomäne getestet. Zuvor wird der Proteingehalt der Antikörperlösungen auf 500 µg/ml
eingestellt. Zusätzlich wird den Lösungen Dextran in einer Konzentration von 2 mg/ml zuge-
setzt, das unspezifische Bindungen an die Chipoberfläche verhindern soll. Abb. 26 zeigt die
Sensorgramme für die Antiseren Anti-IRP1–IRP4 sowie den monoklonalen Antikörper 83-14
zusammengefasst in einer Darstellung. Durch Assoziation des Antikörpers 83-14 mit der an
die Chipoberfläche gebundenen Ektodomäne steigt das Signal an bis bei einem Wert von 1500
RU ein Gleichgewicht zwischen Assoziation und Dissoziation erreicht ist.
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Abb. 26: Sensorgramme für die Interaktion der Anti-IRP1-IRP4–Seren und des
monoklonalen Antikörpers 83-14 mit der am Sensorchip immobilisierten
Ektodomäne IR 921 des Insulinrezeptors.
Ein ganz anderes Bindungsverhalten zeigt sich für die vier polyklonalen Antiseren Anti-IRP1-
IRP4. Die Plots für die vier Seren zeigen zunächst einen Anstieg der RU-Werte bis auf
maximal 250 RU. Dieser Zuwachs von an die Chipoberfläche gebundenem Protein entspricht
der Assoziation der Seren während der Probeninjektion. Es tritt ein Gleichgewicht ein
zwischen Bindung der Seren an die Oberfläche und der Dissoziation des Komplexes. Wird
nur noch Puffer über die Chipoberfläche geleitet, kommt es zu einer vollständigen
Dissoziation des Komplexes, und die RU-Werte fallen wieder auf das Ausgangsniveau ab.
Der monoklonale Antikörper 83-14 zeigt in der Assoziationsphase einen deutlich höheren
Signalanstieg für an die Ektodomäne gebundenes Protein. Das Gleichgewicht tritt erst später
ein, und es findet im Meßzeitraum keine Dissoziation des Komplexes statt. Dies und die um
ein Vielfaches höheren RU-Werte nach Bindung von 83-14 lassen eine Aussage über die
Affinitäten der Antiseren zur Ektodomäne IR 921 zu, die nur Bruchteile der Affinität des
Antikörpers 83-14 betragen. Parallel zur Signalaufnahme in der Meßzelle wird in einer
Referenzzelle die unspezifische Interaktion der Analytlösung mit der nicht derivatisierten
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Chipoberfläche bestimmt. Für die vier polyklonalen Seren ist das Signal der Referenzzelle
deutlich höher als das der Meßzelle, was ein klarer Hinweis auf eine ausschließlich
unspezifische Bindung der vier Seren ist. Dieses Ergebnis belegt, dass die Antiseren IRP1–
IRP4 die Ektodomäne nicht oder in nur so geringem Ausmaß erkennen, dass sie für den
geplanten Einsatz in Immunpräzipitationen oder Immuno-Westernblots nicht geeignet sind.
Somit werden die Ergebnisse der ELISAs betätigt.
3.2.4 Photoaffinitätsmarkierung mit B29-Atf-Bct-Insulin und Detektion
über Enhanced Chemiluminescence (ECL)
Prinzipiell können mit dem biotinylierten Photoinsulin B29-Atf-Bct-Insulin intakte Zellen,
Membranen oder solubilisierte Rezeptoren markiert werden. In der Praxis sind dem jedoch
dadurch Grenzen gesetzt, dass ohne optimierte Rezeptoraufreinigung die spezifische
Detektion kovalenter Hormon-Rezeptorkomplexe durch endogene biotinylierte Proteine
erschwert wird. Daher werden die Rezeptoren vor Einsatz in der Photoaffintätsmarkierung mit
B29-Atf-Bct-Insulin, wie in Kap. 3.2.2 beschrieben, kurz lysiert und über WGA-
Affnitätschromatographie teilgereinigt. Zur Photoaffinitätsmarkierung wird die
Rezeptorfraktion mit Ammoniumbicarbonatpuffer, pH 7,3 verdünnt, mit Photoinsulinlösung
versetzt und im Dunkeln inkubiert. Durch Bestrahlen mit 6 x 1000 Ws wird der reversible
Bindungskomplex in einen kovalenten Komplex umgewandelt. Der Reaktionsansatz wird
lyophilisiert, in reduzierendem Laemmli-Probenpuffer resuspendiert, 5 min. bei 96°C
inkubiert und in einer 7,5 % SDS-PAGE aufgetrennt. Durch diesen Schritt wird
überschüssiges Photoinsulin abgetrennt und die Rezeptoren werden von anderen Proteinen
separiert. Nach Western Blot werden die auf einer PVDF-Membran immobilisierten
Rezeptoren über Enhanced Chemiluminescence (ECL) detektiert. Die ECL lässt sich in drei
Schritte einteilen: die Blockierung aller unspezifischen Bindungsstellen, die Inkubation mit
Streptavidin-markierter Peroxidase (SA-POD) und die enzymatische Detektion des Biotins.
Die Hauptbestandteile der Detektionslösung sind Luminol und Wasserstoffperoxid. Nach
Bindung der SA-POD an biotinylierte Proteine entsteht durch die Peroxidasereaktion an dieser
Stelle Sauerstoff. Luminol reagiert im alkalischen pH-Bereich unter Abspaltung von
Stickstoff und Entstehung von Chemilumineszenz (Roswell & White, 1978). Die
Chemilumineszenz wird durch Enhancer verstärkt und durch Exposition der PVDF-Membran
auf einem Röntgenfilm sichtbar gemacht. Abb. 27 zeigt die Detektion von Insulin- und IGF-I-
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Rezeptoren und der beiden chimären Insulin/IGF-I Rezeptoren nach Photoaffinitäts-
markierung mit B29-Atf-Bct-Insulin, Western Blot und ECL.
Abb. 27: Detektion der spezifischen Photoaffinitätsmarkierung mit B29-Atf-Bct-Insulin.
Markiert werden der native Insulinrezeptor, der native IGF-I-Rezeptor und die
chimären Rezeptoren IGF-IR/IR C1,3 und IR/IGF-IR C2.
100 µl WGA-Eluat werden mit 30 pmol B29-Atf-Bct-Insulin inkubiert; Kontroll-
ansätze enthalten zusätzlich 10-5 M natives Insulin; nach Bestrahlen mit 6 x 1000
Ws werden die Proben reduziert in einer 7,5 % SDS-PAGE aufgetrennt und durch
Chemilumineszenz nach Western Blot sichtbar gemacht.
I: hIR; III: IGF-IR/IR C1,3; V: IR/IGF-IR C2; VII: IGF-IR;
II, IV, VI, VIII: Kontrollansätze mit 10-5 M Insulin; HMW: Molekulargewichts-
standard.
Alle vier untersuchten Rezeptoren lassen sich mit B29-Atf-Bct-Insulin photomarkieren. Die
Banden im Bereich von 130 kD für den nativen Insulinrezeptor, bis 138 kD für die Chimäre
IR/IGF-IR C2 entsprechen den markierten α-Untereinheiten der Rezeptoren. Die Markierung
ist spezifisch wie durch Kontrollansätze mit einem Überschuss unmarkierten Insulins gezeigt
werden kann. Vor dem Hintergrund, dass die reversible Bindung des Insulins an den IGF-I
Rezeptor im Vergleich zum Insulinrezeptor um den Faktor 100 verringert ist (Czech et al.
1989), fällt besonders die kräftige kovalente Markierung der α-Untereinheiten des IGF-I
Rezeptors auf. Die chimären Rezeptoren, die eine vergleichbare reversible Insulin-
bindungsaffinität besitzen wie der native Insulinrezeptor (Schumacher 1993), lassen sich in
gleicher Weise kovalent markieren wie der native Insulinrezeptor.
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3.2.5 Photoaffinitätsmarkierung mit B29-Asa-Insulin und Detektion über
Autoradiographie
Das Vorgehen bei der Photoaffinitätsmarkierung mit radioiodiertem B29-Asa-Insulin ent-
spricht der unter 3.2.4 beschriebenen Arbeitsweise. Im Unterschied zu B29-Atf-Bct-Insulin
lassen sich mit radioiodiertem B29-Asa-Insulin auch Zellen, Membranen oder solubilisierte
Rezeptoren ohne vorhergehende Teilreinigung nach Photoaffinitätsmarkierung spezifisch de-
tektieren. Der Einsatz aufgereinigter Plasmamembranen bietet den Vorteil, dass nicht gebun-
denes Photoinsulin vor dem Bestrahlen der Reaktionsansätze durch Zentrifugation und
Waschen mit PBS leicht abgetrennt werden kann. Die verschiedenen Rezeptortypen werden
für eine analytische Markierung mit 106 cpm Photoinsulin markiert. Nach der Inkubation
erfolgt die Bestrahlung mit 6 x 1000 Ws. Die Reaktionsansätze werden auf Eis gekühlt und
mit PBS gewaschen. Anschließend werden die Pellets in reduzierendem Laemmli-Proben-
puffer resuspendiert, 5 min. bei 96°C inkubiert und in einer 7,5 % SDS-PAGE aufgetrennt.
Nach Anfärben des Gels mit Coomassie zum Sichtbarmachen des HMW-Molekular-
gewichtsstandards wird das Gel getrocknet, und die radioaktiven Proteinbanden werden über
Autoradiographie auf einem Röntgenfilm detektiert. Abb. 28 zeigt die Autoradiographie der
mit 125Iod-B29-Asa-Insulin photomarkierten Rezeptoren und der Ektodomäne des
Insulinrezeptors IR 921.
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Abb. 28: Photoaffinitätsmarkierung der Ektodomäne des Insulinrezeptors IR 921 sowie von
Rezeptoren aus aufgereinigten Plasmamembranfraktionen von NIH-3T3-Fibro-
blastenlinien, die den nativen Insulin-, den nativen IGF-I-Rezeptor sowie zwei
chimäre Rezeptoren stabil exprimieren, mit iodiertem B29-Asa-Insulin. Die
Rezeptoren werden wie in Kap. 5.8 beschrieben photomarkiert; Kontrollansätze
enthalten zusätzlich 10-5 M natives Insulin; nach Bestrahlen mit 6 x 1000 Ws
werden die Proben reduziert in einer 7,5 % SDS-PAGE aufgetrennt und mittels
Autoradiographie sichtbar gemacht.
I: IR 921; III: hIR; V: IGF-IR; VII: IR/IGF-IR C2; IX: IGF-IR/IR C1,3;
II, IV, VI, VIII, X: Kontrollansätze mit 10-5 M Insulin; HMW: Molekulargewichts-
standard
Die α-Untereinheiten der vier membranständigen Rezeptoren sowie der Ektodomäne IR 921
werden mit 125I-B29-Asa-Insulin spezifisch markiert (Abb. 28: I, III, V, VII, IX). Die Spezi-
fität der Photomarkierung wird durch Kontrollansätze mit 10-5 M Insulin, in denen das Photo-
insulin vollständig verdrängt wird, demonstriert (Abb. 28: II, IV, VI, VIII, X). Die Molekular-
gewichte der α-Untereinheiten betragen 130 kD für den nativen Insulin- und IGF-I-Rezeptor,
134 kD für die Chimäre IGF-IR/IR C1,3 und 138 kD für die Chimäre IR/IGF-IR C2. Die mit
dem biotinylierten B29-Atf-Bct-Insulin qualitativ gewonnenen Ergebnisse können mit 125I-
B29-Asa-Insulin bestätigt werden. Auch mit diesem Photoinsulin wird der native IGF-I-
Rezeptor kräftig und spezifisch markiert. Die Markierung lässt sich mit einem Überschuss
nativen Insulins verdrängen. Es ist jedoch auffallend, dass  auch natives IGF-I in der Lage ist,
125I-B29-Asa-Insulin von den Rezeptoren zu verdrängen. Abb. 29 zeigt die entsprechende
Autoradiographie, bei der die vier Rezeptoren kovalent markiert wurden (Abb. 29: I, IV, VII,
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X). In Kontrollansätzen wurde Photoinsulin mit einen 1000-fachen Überschuß nativen
Insulins (Abb. 29: II, V, VIII, XI)  ebenso verdrängt wie durch einen 1000-fachen Überschuss
unmarkierten IGF-I (Abb. 29: III; VI, IX, XII).
Abb. 29: Photoaffinitätsmarkierung aufgereinigter Plasmamembranfraktionen von NIH-3T3-
Fibroblastenlinien, die den nativen Insulin-, den nativen IGF-I-Rezeptor sowie zwei
chimäre Rezeptoren stabil exprimieren, mit iodiertem B29-Asa-Insulin.
I: hIR; IV: IR/IGF-IR C2; VII: IGF-IR/IR C1,3; X: IGF-IR;
II, V, VIII, XI: entsprechende Kontrollansätze mit 10-5 M nativem Insulin
III, VI, IX, XII: entsprechende Kontrollansätze mit 10-5 M nativem IGF-I
HMW: Molekulargewichtsstandard.
Die unter optimalen Bedingungen erzielbare Markierungsausbeute ist mit 46 % für die
Ektodomäne IR 921 am höchsten. Dies ist damit zu erklären, dass die Ektodomäne
hochgereinigt als einziger Bindungspartner ohne möglicherweise störende Fremdproteine
vorliegt. Die Markierungsausbeuten für membranständige Rezeptoren spiegeln mit 35 % für
den nativen Insulinrezeptor, 31,5 % für die Chimäre IR/IGF-I C2 und 29,6% für die Chimäre
IGF-IR/IR C1,3 die graduellen Unterschiede der reversiblen Bindung des Insulins an diese
drei Rezeptoren wider. Auffallend ist mit 19,4 % die maximal erzielbare Markierungsausbeute
für den nativen IGF-I Rezeptor. Die Markierungsausbeuten werden nach Zerschneiden eines
SDS-Polyacrylamidgels in 0,5 cm breite Streifen und Messen der Radioaktivität im
Gammacounter durch Berechnung der Radioaktivität der Rezeptorbande bezogen auf die
Gesamtradioaktivität der Gelbahnen bestimmt. Tab. 3 fasst die maximal erzielten Kupplungs-
ausbeuten zusammen:
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Tab. 3: Maximale kovalente Kupplungsausbeuten der untersuchten Rezeptoren mit
125I-B29-Asa-Insulin
Rezeptortyp Maximale
Kupplungsausbeute in %
Ektodomäne IR 921 46
humaner Insulinrezeptor 35,6
IR/IGF-IR C2 31,5
IGF-IR/IR C1,3 29,6
IGF-I Rezeptor 19,4
Die Markierungsausbeuten schwanken je nach Rezeptorpräparation und Alter des iodierten
Photoinsulins um bis zu 20 %. Die Stabilität der Plasmamembranen wird durch mehrmaliges
Einfrieren und Auftauen trotz Zugabe von Proteaseinhibitoren und Glucose stark vermindert.
Die Lagerung bei -80°C oder in flüssigem Stickstoff hat sich als geeignet erwiesen. Iodiertes
B29-Asa-Insulin ist bei -20°C mehrere Wochen stabil. Durch den Iodeinbau kommt es jedoch
zu Abbaureaktionen, die die Reaktivität des Proteins verringern und für den Einsatz in der
Photoaffinitätsmarkierung unbrauchbar machen. Durch Lagerung von 125I-B29-Asa-Insulin in
einem Lagerpuffer mit Ethanol und BSA kann die Stabilität erhöht werden.
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3.3 Der insulinbindende Bereich von Insulin- und IGF-I-Rezeptor sowie
zweier chimärer Insulin/IGF-I Rezeptoren
Untersucht wird die proteolytische Fragmentierung der photoaffinitätsmarkierten Rezeptoren.
Durch Vergleich der entstehenden Spaltmuster lassen sich die Bindungsbereiche der vier
Rezeptoren bereits eingrenzen und darstellen.
3.3.1 Proteolytische Spaltung der Insulin/Rezeptor-Komplexe
Nach Photoaffinitätsmarkierung werden die Rezeptoren mit Trypsin gespalten und über SDS-
Polyacrylamidgelelektrophorese analysiert. Die mit 125I-B29-Asa-Insulin verknüpften Rezep-
torfragmente sind radioaktiv und können über Autoradiographie der getrockneten Gele de-
tektiert werden. Nach Optimierung der Enzymkonzentration und der Versuchsparameter wie
Temperatur und Reaktionsvolumen werden die Spaltungsansätze mit einer Trypsinkon-
zentration von 30 µg/ml bei Raumtemperatur in einem möglichst geringen Volumen durch-
geführt. Soll über Nacht gespalten werden, wird der Ansatz bei 35°C inkubiert. Zur Analytik
des zeitlichen Verlaufs der Proteolyse werden dem Ansatz zu definierten Zeitpunkten Ali-
quots entnommen. Die Inaktivierung des Trypsins erfolgt sofort anschließend durch Erhitzen
der Probe auf 96°C in reduzierendem Laemmli-Probenpuffer.
Unabhängig davon, welcher Rezeptor betrachtet wird, zeigt sich, dass die Spaltung über be-
stimmte, für den jeweiligen Rezeptortyp spezifische Hauptfragmente verläuft. Der native
Insulinrezeptor zeigt dabei nach Photoaffinitätsmarkierung und tryptischer Spaltung, Redukti-
on und Auftrennung in einem 12,5 %igen SDS-Polyacrylamidgel charakteristische Hauptfrag-
mente mit Molekulargewichten von 112, 102, 96,4, 71, 65,4, 53,6, 42,7, 37,5, 31,7, 29,7, 23,3,
19,7 und 12,6 kD. Diese Werte fassen die Ergebnisse vieler Spaltungen zusammen. Die
ungespaltenen α-Untereinheiten des nativen Insulinrezeptors besitzen ein Molekulargewicht
von ca. 130 kD. Auffallend ist bei diesem Rezeptor das bereits nach einer Minute
nachzuweisende Fragment von 12,6 kD, das sich zwar nach 10 min. noch detektieren läßt, zu
späteren Zeitpunkten jedoch nicht mehr. Offensichtlich wird es in kleinere Fragmente
gespalten, die nicht mehr in diesem SDS-Polyacrylamidelektrophoresegel nachzuweisen sind.
Ebenfalls bereits nach einer Minute lässt sich ein stabiles 31,7 kD-Fragment nachweisen, das
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nach zwei Stunden das einzig nachzuweisende Spaltstück bleibt. Wird der Reaktionsansatz
über Nacht inkubiert, lässt sich unabhängig von der gewählten Reaktionstemperatur über
SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese auch bei hoher Vernetzung kein Fragment mehr
detektieren. Abb. 30 zeigt eine analytische tryptische Zeitstudie des humanen Insulinrezeptors,
bei der Spaltstücke mit Molekulargewichten von 120, 96,4, 65,4, 42,7 und 37,5 kD zu
erkennen sind.
Abb. 30: Zeitstudie zur tryptischen Spaltung mit 125I-B29-Asa-Insulin photomarkierter
membranständiger nativer Insulinrezeptoren. Angegeben sind die Zeiten, nach
denen die analysierten Aliquots dem Spaltungsansatz entnommen wurden, sowie
die als Referenz aufgetragenen Molekulargewichtsstandards. Die Analytik erfolgte
nach Reduktion über 12,5% SDS-PAGE und Autoradiographie des Gels.
Nach Photomarkierung mit 125I-B29-Asa-Insulin, tryptischer Spaltung und Reduktion des chi-
mären IGF-IR/IR C1,3 Rezeptors treten nach 1 min. Fragmente der Größe 60, 51,3 und 43,5
kD auf (Abb. 31). Zusätzlich kann eine Bande nur geringer Intensität im Bereich von 101,5
kD detektiert werden. Nach 10 min. Spaltungsdauer findet sich eine zusätzliche Bande im
Bereich von 35 kD. Bei einigen Spaltungen dieser Chimäre treten nach 1 bzw. 10 min.
Bruchstücke von 17 bzw. 23 kD Größe auf, die bei längerer Reaktionszeit nicht mehr de-
tektierbar sind. Nach 30 min. sind noch dieselben Fragmente sichtbar wie nach 10 min., wobei
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sich die Intensitäten jedoch verändern. Die Intensität der Bande mit dem geringeren
Molekulargewicht nimmt mit zunehmender Spaltungsdauer zu. Nach 60 min. Spaltungsdauer
verlieren die Banden im Bereich von 51 und 43 kD den Großteil ihrer Intensität und sind nach
120 min. nicht mehr zu detektieren. Nach 120 min. ist nur noch die relativ große Bande im
Bereich von 60 kD zu erkennen. Ab einer Spaltungsdauer von 240 min. ist mittels SDS-PAGE
kein Fragment mehr nachzuweisen. Auch mit höher vernetzten Gelen läßt sich nach längerer
Reaktionszeit kein Bruchstück mehr detektieren.
Abb. 31: Zeitstudie zum tryptischen Abbau mit 125I-B29-Asa-Insulin photomarkierter
chimärer IGF-IR/IR C1,3 Rezeptoren. Angegeben sind die Zeiten, nach denen die
analysierten Aliquots dem Spaltungsansatz entnommen wurden, sowie die als
Referenz aufgetragenen Molekulargewichtsstandards. Die Analytik erfolgte nach
Reduktion über 12,5% SDS-PAGE und Autoradiographie des Gels.
Auffallend bei der tryptischen Spaltung des chimären IR/IGF-IR C2 Rezeptors (Abb. 32) ist,
dass bereits nach 1 min. Spaltungsdauer entstehende Bruchstück von ca. 110 kD, das sowohl
eine hohe Intensität wie auch Stabilität besitzt. Erst nach 60 min. Spaltungsdauer erscheint
eine Doppelbande in diesem Molekulargewichtsbereich, die auf einen beginnenden Abbau des
Fragments schließen lässt. Ebenfalls bereits nach 1 min. Reaktionszeit sind Fragmente von
63, 54,4, 48, 37,2 und 17,6 kD vorhanden. Besonders kräftig ist die Bande des 37,2 kD
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Fragments, deren Intensität mit zunehmender Spaltungsdauer abnimmt. Das kleinste Fragment
von 17,6 kD ist stets auch noch nach längerer Spaltungsdauer nachzuweisen, auf dem in Abb.
32 gezeigten Gel sogar noch nach 120 min. Im Verlauf der Spaltung nimmt die Intensität der
Banden ab, bis nach 240 min. kein Fragment mehr nachzuweisen ist.
Abb. 32: Zeitstudie zum tryptischen Abbau mit 125I-B29-Asa-Insulin photomarkierter
chimärer IR/IGF-IR C2 Rezeptoren. Angegeben sind die Zeiten, nach denen die
analysierten Aliquots dem Spaltungsansatz entnommen wurden, sowie die als
Referenz aufgetragenen Molekulargewichtsstandards. Die Analytik erfolgte nach
Reduktion über 12,5 % SDS-PAGE und Autoradiographie des Gels.
Die Molekulargewichte der ungespaltenen α-Untereinheiten der chimären Rezeptoren
betragen 138 kD (IR/IGF-IR C2) und 134 kD (IGF-IR/IR C1,3).
Die Bestimmung des Molekulargewichts der α-Untereinheiten des nativen IGF-I Rezeptors
ergibt 130,2 kD; das Molekulargewicht ist damit vergleichbar mit dem des nativen
Insulinrezeptors. Bereits nach 1 min. ist ein 13,8 kD großes Fragment detektierbar, dessen
Intensität im Verlauf der Spaltung zunächst zunimmt, nach 120 min. schwächer wird und nach
240 min. nicht mehr nachzuweisen ist. Wie auch bei den Spaltungen der anderen Rezeptoren
ist nach 240 min. Spaltungsdauer und Reduktion über SDS-PAGE kein Rezeptorfragment
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mehr nachzuweisen. Die Auswertung verschiedener Autoradiographien tryptischer
Spaltstudien des IGF-I Rezeptors ergab Fragmente der Molekulargewichte 90,5, 87, 71,8, 61,
54,8, 43, 37,9, 29,5 und 13,8 kD. In Abb. 33 ist die 38 kD-Bande nach 1 min. sichtbar, ihre
Intensität nimmt im Verlauf der Spaltung zunächst zu und ab 60 min. Reaktionszeit wieder ab.
Die Banden im Bereich von 54–91 kD besitzen auf dem gezeigten Gel eine nur geringe
Intensität. Deutlich sichtbar ist jedoch ein Abbauprodukt des Rezeptors mit hohem
Molekulargewicht im Bereich von 120 kD, dessen Intensität mit der Abnahme der Intensität
der Rezeptorbande zunimmt. Dieses relativ stabile Fragment wird nach 120 min. weiter
gespalten, wobei ein Produkt von ca. 100 kD entsteht.
Abb. 33: Zeitstudie zum tryptischen Abbau membranständiger mit 125I-B29-Asa-Insulin
nativer IGF-I Rezeptoren. Angegeben sind die Zeiten, nach denen die analysierten
Aliquots dem Spaltungsansatz entnommen wurden, sowie die als Referenz
aufgetragenen Molekulargewichtsstandards. Die Analytik erfolgte nach Reduktion
über 12,5% SDS-PAGE und Autoradiographie des Gels.
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Tab. 4 fasst die Ergebnisse der Spaltstudien zusammen und gibt einen Überblick über die nach
tryptischer Spaltung und Reduktion über SDS-PAGE und Autoradiographie detektierten
Fragmente photoaffinitätsmarkierter Rezeptoren.
Tab. 4.: Molekulargewichte in kD der Spaltfragmente nach Reduktion, SDS-PAGE und
Autoradiographie. Zusammengefasst werden die detektierte Fragmente photoaffi-
nitätsmarkierter Rezeptoren aller Spaltungsexperimente. Hauptfragmente sind
hervorgehoben.
hIRA 112 102 96,4 71 65,4 53,6 42,7 37,5 31,7 29,7 23,3 19,7 12,6
IGF-IR/IR
C1,3
101,5 60 51,3 43,5 35 29,2 17
IR/IGF-IR C2 110 94,7 63 54,4 48 37,2 31 17,6
IGF-IR 109,1 90,5 87 71,8 61 54,8 43 37,9 29,5 23,8 13,8
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3.3.2 Isolierung und Sequenzierung eines Bindungsfragments des nativen
Insulinrezeptors und eines chimären Rezeptors
Die insulinbindenden Fragmente des chimären Rezeptors IGF-IR/IR C1,3 und des nativen
Insulinrezeptors werden für eine anschließende Mikrosequenzierung isoliert. Dazu werden
aufgereinigte Plasmamembranen, die durch Präparation von 120 Kulturschalen (∅ 16 cm)
gewonnen werden, mit B29-Asa-Insulin photoaffinitätsmarkiert. Die durch tryptische
Spaltung erzeugten Rezeptorfragmente werden durch HPLC getrennt. Anschließend wird das
markierte Bindungsfragment rechromatographiert.
Die analytischen Reaktionsbedingungen werden für die präparative Photoaffinitätsmarkierung
modifiziert. Die Plasmamembranrezeptoren werden mit 29,84 µg (4,68 x 10-9 M) nicht
radioiodiertem B29-Asa-Insulin und mit 5 x 106 cpm radioiodiertem (1,55 x 10-12 M) 125I-
B29-Asa-Insulin 16 h im Dunkeln inkubiert. Nach Bestrahlen (6 x 1000 Ws) werden die
kovalenten Hormon-Rezeptor-Komplexe durch Ultrazentrifugation von überschüssigem
Photoinsulin getrennt.
Die tryptische Spaltung erfolgt im Gel, da gerade bei geringen Probenmengen jeder unnötige
Probentransfer vermieden werden soll. Dazu werden die Plasmamembranen zunächst
solubilisiert und reduziert. Zur Blockierung der freien SH-Gruppen wird mit Iodessigsäure
carboxymethyliert. Anschließend werden die α-Untereinheiten der Rezeptoren in einer 7,5 %
SDS-PAGE isoliert. Bei der SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese zeigen die
photoaffinitätsmarkierten, carboxymethylierten α-Untereinheiten ein unnormales
Laufverhalten. Die Radioaktivität, die der photomarkierten α-Untereinheit der Rezeptoren
entspricht, ist keiner diskreten Bande zuzuordnen, sondern liegt über einen Bereich mehrerer
benachbarter Banden verteilt vor. Aus diesem Grund werden die drei Banden mit der höchsten
Radioaktivität weiter untersucht. Das im Vergleich zu den analytischen Photo-
affinitätsmarkierungen veränderte Laufverhalten kann durch die wesentlich größere Protein-
menge des präparativen Ansatzes und die Carboxymethylierung der reduzierten α-Unterein-
heiten erklärt werden.
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Die Gelstücke werden durch Waschen von SDS befreit. Nach Trocknen werden sie mit
Trypsinlösung versetzt und über Nacht bei 37°C gespalten. Nach der Proteolyse werden die
entstandenen Bruchstücke eluiert und lyophilisiert.
Die Fraktionierung der Rezeptorfragmente erfolgt über RP-HPLC. Abb. 34 und 35 zeigen die
radioaktiven Elutionsprofile der Spaltungsansätze. Das Elutionsprofil, das sich aus der
Spaltung benachbarter Gelbanden ergibt, ist identisch, so dass auf identische Fragmente
geschlossen werden kann. Auch die Aktivitätsmaxima der Elutionen der beiden Rezeptoren,
des nativen Insulinrezeptors und des chimären Rezeptors IGF-IR/IR C1,3 befinden sich in
derselben HPLC-Elutionsfraktion. Die photoaffinitätsmarkierten Fragmente der beiden unter-
schiedlichen Rezeptoren besitzen in der HPLC eine identische Retentionszeit. Dies ist ein
weiterer Hinweis auf gleiche Bindungsfragmente.
Abb. 34: Radioaktives Elutionsprofil des präparativ photoaffinitätsmarkierten IGF-IR/IR
C1,3 Rezeptors aus Plasmamembranen.
Nach Gelverdau werden die Fragmente zweier benachbarter Banden eluiert und
durch RP-HPLC fraktioniert.
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Abb. 35: Radioaktives Elutionsprofil des präparativ photoaffinitätsmarkierten humanen
Insulinrezeptors aus Plasmamembranen.
Nach Rechromatographie der Proteinpeaks, die den Aktivitätsmaxima entsprechen, werden
die Massen und die Sequenzen der Bindungsfragmente bestimmt.
Die Sequenzierung der insulinbindenden Fragmente des nativen Insulinrezeptors und des
chimären Rezeptors erfolgt durch zyklisch wiederholten automatischen Edman-Abbau. Die N-
terminale Aminosäure wird dabei unter Reaktion mit Phenylisothiocyanat vom Peptid
abgespalten und in ein Thiazolin überführt. Dieses wird zur Phenylthiocarbaminsäure (PTC-
Aminosäure) hydrolysiert, die unter Ringschluß in das Phenylthiohydantoinderivat (PTH-
Aminosäure) übergeht. Die PTH-Aminosäure wird durch analytische HPLC identifziert. Der
Edman-Abbau kann jetzt am neu entstandenen N-Terminus des Peptids wiederholt werden.
Parallel werden die Massen der sequenzierten Fragmente bestimmt. Sequenziert werden zwei
rechromatographierte Proteinpeaks des mit B29-Asa-Insulin photaffinitätsmarkierten nativen
Insulinrezeptors sowie ein rechromatographierter Proteinpeak des chimären Rezeptors.
Die Analyse des ersten Peaks des nativen Insulinrezeptors ergibt Massepeaks bei 2657,2, bei
1973,6 und 1971,3 D. Die Sequenzierung dieses Peaks kann bis zur 12. Aminosäure durch-
geführt werden. Sie ergibt eine Sequenz von 9 Aminosäuren, die mit fünf Fehlstellen den
Aminosäuren 85 bis 93 der α-Untereinheit des Insulinrezeptors zugeordnet werden kann.
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Die Masse des zweiten Proteinpeaks des nativen Insulinrezeptors wird auf 2476,2 D
bestimmt. Die Sequenzierung dieses Peaks kann bis zur 9. Aminosäure durchgeführt werden.
Ein Teil dieser Sequenz von 5 Aminosäuren kann mit einer Fehlstelle der Aminosäuresequenz
90–94 der α-Untereinheit des Insulinrezeptors zugeordnet werden.
Für das Bindungsfragment des chimären Rezeptors IGF-IR/IR C1,3 wird eine Masse von
5766,7 D gefunden. Die Sequenzierung dieses Rezeptorbruchstücks kann bis zur 10.
Aminosäure durchgeführt werden. Mit vier Fehlstellen kann die erhaltene Sequenz den
Aminosäuren 84–93 der α-Untereinheit dieses chimären Rezeptors zugeordnet werden. Tab. 5
fasst diese Ergebnisse zusammen.
Tab. 5: N-terminale Sequenzanalyse markierter Rezeptorfragmente des nativen
Insulinrezeptors und des chimären Rezeptors IGF-IR/IRC1,3 nach
Photoaffinitätsmarkierugen mit 125I-B29-Asa-Insulin. Es werden nur die
übereinstimmenden Aminosäuren der sequenzierten Fragmente aufgeführt.
A: Zählung der Aminosäureposition der α-Untereinheit
B: Aminosäuresequenz α84–α95 nach Ebina et al. (1985)
C: Analysenbefund für Proteinpeak 1 des nativen Insulinrezeptors
D: Analysenbefund für Proteinpeak 2 des nativen Insulinrezeptors
E: Analysenbefund für den chimären Rezeptor IGF-IR/IR C1,3
A 84 85 86 87 88 89 90 91 92 93 94
B Gly Ser Arg Leu Phe Phe Asn Tyr Ala Leu Val
C Ser Asn Tyr Leu
D Asn Tyr Leu Val
E Gly Ser Leu Asn Ala Leu
Über die Massen der Fragmente werden die C-terminalen Schnittstellen abgeschätzt.
Demnach entsprechen die Fragmente der Massen 2657,2 und 2476,3 D der Sequenz α84–102
des nativen Insulinrezeptors. Diese Sequenz besitzt theoretisch eine Masse von 2284,1 D. Die
Massedifferenz des 2476,3 D Fragments zu der theoretischen Masse kann durch die
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möglicherweise veränderte Photogruppe mit einer Masse von 195 D erklärt werden. Wie es zu
der Massedifferenz des 2657,2 D Fragments kommt, muss an dieser Stelle offen bleiben.
Die Fragmente der Massen 1973,6 und 1971,3 D können der Sequenz α87–α102 des nativen
Insulinrezeptors zugeordnet werden. Die theoretische Masse dieses Bruchstücks der α-
Untereinheit beträgt 1984,07 D. Bei dieser Betrachtung wird zu Grunde gelegt, dass nach
Spaltung, HPLC und Massenspektrometrie das tryptische Fragment der Insulin B-Kette, das
über die Photogruppe an den Rezeptor gebunden ist, nicht mehr vorliegt. Für diese Annahme
spricht, dass bei der Sequenzierung keine Insulinsequenz gefunden wurde.
Die C-Termini der beiden Bruchstücke des nativen Insulinrezeptors befinden sich nach dieser
Interpretation der Ergebnisse in Position α102. Die N-terminalen Schnittstellen (α84 bzw.
α87) unterscheiden sich um drei Aminosäuren und sind der Grund dafür, dass zwei Massen
gefunden werden.
Bei der Beurteilung der Ergebnisse ist zu beachten, dass bei beiden Sequenzen des nativen
Insulinrezeptors nicht die N-terminale Aminosäure der Rezeptorfragmente nachgewiesen
werden konnte. Möglicherweise verhindert die kovalente Verknüpfung des Photoinsulins in
diesem Bereich die Detektion.
Für das Bindungsfragment des chimären Rezeptors IGF-IR/IR C1,3 konnte der korrekte N-
Terminus sequenziert werden. Aufgrund seiner Masse von 5766,7 D kann es der Sequenz
α84–α135 des chimären Rezeptors zugeordnet werden. Die theoretische Masse dieses
Rezeptorfragments beträgt 5992,5 D. Wie es zu der Massedifferenz von 225,8 Da zwischen
der theoretischen und der gefundenen Masse kommt, kann an dieser Stelle nicht geklärt
werden.
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Zusammenfassend lässt sich folgern, dass der native Insulinrezeptor und der chimäre Rezeptor
IGF-IR/IR C1,3 übereinstimmende Insulinbindungsregionen besitzen. Für diesen Schluß
sprechen folgende Ergebnisse:
• die nach tryptischer Spaltung der photoaffinitätsmarkierten Rezeptoren entstehenden
Spaltmuster zeigen große Übereinstimmungen,
• bei Rechromatographie der insulinbindenden Fragmente von Insulin- und chimärem
Rezeptor wird das Radioaktivitätsmaximum in derselben Fraktion eluiert,
• die sequenzierten Bindungsfragmente lassen sich derselben Aminosäuresequenz der
Rezeptoren zuordnen.
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3.4 Doppelmarkierung membranständiger Rezeptoren aus NIH-3T3-Zellen
Der Mechanismus der Insulinbindung am Insulinrezeptor ist auf molekularer Ebene mit einer
Vielzahl von Methoden untersucht worden, häufig unter Einbeziehung von Insulinanaloga
oder mutierten Rezeptoren. Bis jetzt konnte jedoch die Frage nach der Zahl der
Insulinmoleküle, die pro Rezeptor gebunden werden nicht eindeutig beantwortet werden
(Schäffer 1994).
Unter physiologischen Bedingungen ist bei Serumkonzentrationen des Insulins von
10-9–10-10 M nur ein Insulinmolekül pro Rezeptor gebunden (Pang & Shafer 1982, 1984;
Shoelson et al. 1993). Über die Anzahl biologisch aktiver Bindungsstellen bei
unphysiologisch hohen Insulinkonzentrationen sind bisher nur wenige Arbeiten durchgeführt
worden. Diskutiert wird die Bivalenz des Insulinrezeptors für seinen Liganden Insulin (Yip et
al. 1992, Markussen et al. 1991, Schaefer et al. 1992, Thevis 1995, Luo et al. 1999). Für die
Bindung des IGF-I an den IGF-I Rezeptors wird ebenfalls eine Bivalenz postuliert (Tollefsen
et al. 1988). Dabei spricht die große strukturelle Verwandtschaft der beiden
Hormon/Rezeptorsysteme für einen analogen Bindungsmechanismus von Insulin und IGF-I an
ihre spezifischen Rezeptoren.
Im Folgenden wird die Bivalenz membranständiger Rezeptoren direkt über Photoaffinitäts-
markierung demonstriert. Durch den direkten Nachweis der Bivalenz der Rezeptoren in ihrer
nativen Konformation wird die Relevanz der an löslicher Insulinrezeptorektodomäne
gewonnenen Ergebnisse bestätigt und erweitert (Thevis 1995, Kleinjung 1997, Kleinjung &
Fabry 2000). Schäffer demonstrierte die bis um den Faktor 20 voneinander abweichende
reversible Bindung von Insulinanaloga an native Insulinrezeptoren und eine lösliche
Insulinrezeptorektodomäne und schloß auf grundsätzlich andere Bindungseigenschaften der
beiden Rezeptortypen (1994). Diese im reversiblen System gefundene Heterogenität kann
über die kovalente Verknüpfung der Doppelmarkierung überprüft werden.
Alle bisher getroffenen Aussagen gelten nur für die jeweils homologen Hormon-
Rezeptorsysteme. Da die Photoaffinitätsmarkierungen des nativen IGF-I Rezeptors mit B29-
Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-Insulin gute kovalente Markierungen ergaben, ist es nach
Doppelmarkierung erstmals möglich, eine Aussage über die Bindungsstöchiometrie des
Insulins am IGF-I Rezeptor zu treffen.
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Es werden zwei Photoinsuline mit unterschiedlichen Markergruppen eingesetzt. Dadurch ist
es möglich, eine Doppelmarkierung von Rezeptoren direkt nachzuweisen. Das biotinylierte
B29-Atf-Bct-Insulin und das radioaktive 125I-B29-Asa-Insulin werden über
Photoaffinitätsmarkierung kovalent mit den Rezeptoren verknüpft. Der Biotinrest des B29-
Atf-Bct-Insulin bietet die Möglichkeit der direkten Detektion über das ECL-System und
zusätzlich die der spezifischen Aufreinigung über Streptavidin-Affinitätschromatographie.
125I-B29-Asa-Insulin ist über Autoradiographie nachzuweisen. Die nachfolgende Abbildung
verdeutlicht das der Doppelmarkierung zugrunde liegende Detektionsprinzip.
125IodBiotin
AutoradiographieEnhanced 
Chemiluminescence
Streptavidin-
bindung
α α
Abb. 36: Schematische Darstellung der doppelmarkierten α-Untereinheiten des Insulin-
rezeptors bzw. des IGF-I Rezeptors und deren Detektion über das Biotin- bzw.
125Iod-Label sowie die Immobilisierung an Streptavidin. Dargestellt sind die beiden
α-Untereinheiten eines Rezeptors, die mit B29-Atf-Bct-Insulin und B29-Asa-
Insulin kovalent verknüpft sind. B29-Atf-Bct-Insulin markierte Rezeptoren lassen
sich über Streptavidin-Chromatographie aufreinigen und über ECL detektieren. 125I-
B29-Asa-Insulin markierte Rezeptoren werden über Autoradiographie
nachgewiesen.
3.4.1 Photoaffinitätsmarkierung, Isolierung und Identifizierung der
Hormon-Rezeptorkomplexe
Teilgereinigte Rezeptoren werden nacheinander mit radioaktivem B29-Asa-Insulin und
biotinyliertem B29-Atf-Bct-Insulin photoaffintätsmarkiert. In diesem Schritt entsteht ein
Gemisch aus einfach- und doppelmarkierten Hormon-Rezeptorkomplexen. Überschüssiges
Photoinsulin wird durch Gelchromatographie entfernt. Durch Streptavidin-
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Affinitätschromatographie werden die Rezeptoren, die mit B29-Atf-Bct-Insulin markiert sind,
isoliert. Die von der Affinitätsmatrix eluierten Rezeptoren werden über SDS-PAGE und
Autoradiographie analysiert. Die durch Autoradiographie erkennbaren α-Untereinheiten der
Rezeptoren sind mit beiden Photoinsulinen markiert, da sie sowohl die Biotinmarkierung als
auch die 125Iod-Markierung tragen. In der SDS-PAGE werden die Rezeptoren reduziert
analysiert, um einen vollständigen Transfer beim Blotten der Proteine zu erreichen. Auf der
Blotmembran wird die Markierung mit B29-Atf-Bct-Insulin zusätzlich über ECL
nachgewiesen. Abb. 37 zeigt das Vorgehen beim Nachweis der Bivalenz im Überblick.
WGA-gereinigte Rezeptoren
+ radioiodiertes Photoinsulin
Markierungskomplex
+ biotinyliertes Photoinsulin
Gelchromatographie
Affinitätschromatographie 
Streptavidin-Agarose
SDS-PAGE
Western Blot
PVDF-Membran
durch Autoradiographie
Enhanced Chemiluminescence
Inkubation
Bestrahlen mit 5 x 1000 Ws
Inkubation
Bestrahlen mit 5 x 1000 Ws
Elution mit 
Laemmli-Probenpuffer
Detektion der Radioaktivität
Abb. 37: Vorgehen beim Nachweis der Bivalenz membranständiger Rezeptoren aus
NIH-3T3-Zellen
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Es werden die nativen Rezeptoren für Insulin und IGF-I und die Chimären IR/IGF-IR C2 und
IGF-IR/IR C1,3 mit 125I-B29-Asa-Insulin und B29-Atf-Bct-Insulin inkubiert und bestrahlt.
Nach der spezifischen Aufreinigung biotinmarkierter Rezeptoren über Streptavidin-
Affinitätschromatographie werden die Rezeptoren in einer 7,5 % SDS-PAGE aufgetrennt.
Anschließend werden die Rezeptoren mittels Semi-dry Western-Blot auf eine PVDF-
Membran transferiert. Die radioaktive Markierung wird über Autoradiographie der
Blotmembran nachgewiesen. Abb. 38 zeigt das Ergebnis der Doppelmarkierungen. Zum
Nachweis der radioaktiven Markierung ist nur die markierte Rezeptorbande abgebildet.
Da nur die über Streptavidinagarose gereinigten, d. h. die mit biotinyliertem B29-Atf-Bct-
Insulin verknüpften Rezeptoren in der SDS-PAGE getrennt wurden, ist dies bereits der
Nachweis der Bivalenz der Rezeptoren. Es werden nur die Rezeptoren nach Autoradiographie
detektier, die doppelmarkiert sind. Zur Bestätigung dieses Ergebnisses werden die auf eine
PVDF-Membran geblotteten Rezeptoren über ECL detektiert. Abb. 38 zeigt die Detektion, die
neben einem unspezifischen Signal im Bereich von 66 kD eine deutliche Markierung der α-
Untereinheiten der Rezeptoren belegt. Das Signal der beiden chimären Rezeptoren ist dabei
kräftiger als das der nativen Rezeptoren. Die Molekulargewichte der über ECL detektierten α-
Untereinheiten entsprechen den über Autoradiographie bestimmten. Da beide Signale durch
Detektion desselben Blots erzielt werden, ist dies nach der spezifischen Aufreinigung über
Streptavidinagarose der zweite Nachweis für die Bivalenz des Insulin- und des IGF-I
Rezeptors sowie der beiden chimären Insulin-IGF-I Rezeptoren.
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A
Abb. 38: Nachweis der Biotinmarkierung über Enhanced Chemiluminescence (A) und der
radioaktiven Markierung über Autoradiographie (B) nach SDS-PAGE und Western-
Blot. Nativer Insulin- und IGF-I-Rezeptor sowie zwei chimäre Rezeptoren werden
mit zwei verschiedenen Photoinsulin, B29-Bct-Atf-Insulin B29-Asa-Insulin,
markiert. I: hIR; II: IGF-I R/IR C1,3; III: IR/IGF-I R C2; IV: IGF-IR.
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4 Diskussion
4.1 Photoinsuline
Der erste Teil dieser Arbeit beschreibt die Synthese und Charakterisierung zweier photo-
reaktiver Insulinanaloga, bei denen die Position LysB29 selektiv modifiziert wird: NεB29-(4-
Azidotetrafluorobenzoyl-biocytinyl)-Insulin und NεB29-(4-Azidosalicyloyl)-Insulin. Es werden
zwei unterschiedliche Photogruppen eingesetzt, die mit der Biotingruppe (B29-Atf-Bct-Insu-
lin) und nach Radioiodierung mit radioaktivem Iod (B29-Asa-Insulin) mit verschiedenartigen
Markergruppen verknüpft sind. Ausgehend von Humaninsulin, das selektiv in den Positionen
A1 und B1 blockiert wird, erfolgt die Umsetzung mit den Aktivestern Asa-OSu bzw. Atf-Bct-
OSu. Nach Deblockierung und gelchromatographischer Reinigung betragen die Ausbeuten
74% für B29-Asa-Insulin und 45% für B29-Atf-Bct-Insulin. Die Ausbeuten liegen im Bereich
der Erwartung und sind vergleichbar mit den Ausbeuten anderer B29-substituierter
Photoinsuline (Strack 1993; Glasmacher 1996). Die Photoinsuline werden chemisch und
physikalisch charakterisiert. Dadurch kann gezeigt werden, dass sich die Photogruppe in der
korrekten Position befindet und durch Licht aktivierbar ist.
Zum Nachweis der reversiblen Bindung der beiden Photoinsuline an Insulinrezeptoren wird
die Bindungsaffinität an IM9-Lymphozyten bestimmt. Die relativen Bindungsaffinitäten im
Vergleich zu nativem Insulin betragen 25 % für B29-Asa-Insulin und 81 % für B29-Atf-Bct-
Insulin. Die Verdrängbarkeit der Photoinsuline durch natives Insulin zeigt die Spezifität der
Interaktion der beiden Insulinderivate mit Insulinrezeptoren.
Die im Vergleich zum B29-Asa-Insulin relativ hohe Bindungsaffinität des B29-Atf-Bct-Insu-
lins deutet darauf hin, dass der Bindungsbereich des Insulinmoleküls durch die Einführung der
Atf-Bct-Gruppe deutlich weniger beeinträchtigt wird als durch die Asa-Gruppe. Der Bin-
dungsbereich des Insulinmoleküls wird von Aminosäuren des N-Terminus (GlyA1, GlnA5)
und des C-Terminus (TyrA19, AsnA21) der A-Kette sowie einer Gruppe hydrophober Amino-
säuren am C-Terminus (PheB24, PheB25, TyrB26) der B-Kette (Pullen et al. 1976; Nakagawa
& Tager 1987) gebildet. Von den beteiligten Aminosäuren wird dabei eine Konformation aus-
gebildet, die die Rezeptorbindungsaffinität steuert (Mirmira & Tager 1987). Im allgemeinen
haben Derivatisierungen des C-Terminus der B-Kette oder die Abspaltung der Aminosäuren
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B26 bis B30 kaum Einfluß auf die Rezeptorbindung (Fischer et al. 1985). Die Derivatisierung
der basischen Seitenkette des LysB29 bleibt jedoch nicht ohne Auswirkung auf die Rezeptor-
bindung. Vergleichbar sind die Werte mit der Rezeptorbindungsaffinität von 60% für B29-
Asb-Insulin (Strack 1993) und 30 % für B29-Atf-Insulin und 19 % für B29-Abz-Insulin (Glas-
macher 1996).
Die radioaktive Markierung der Insulinderivate mit 125Iod erfolgt mittels Chloramin T und
führt zu Einbauraten von 80–90 % für B29-Asa-Insulin und 50–60 % für B29-Atf-Bct-Insulin.
Durch Radioiodierung mit Lactoperoxidase kann die Einbaurate für B29-Atf-Bct-Insulin auf
60–70 % gesteigert werden. Diese Werte liegen im Bereich der Einbauraten anderer B29-
substituierter Insulinanaloga (Strack 1993; Glasmacher 1996).
Da die durch Photoaffinitätsmarkierung erzeugten kovalenten Komplexe im wesentlichen
nach Reduktion in der SDS-Polyacrylamindgelelektrophorese analysiert werden, ist ein hoher
Iodeinbau in die B-Kette essentiell. Durch oxidative Sulfitolyse und enzymatische Spaltung
kann gezeigt werden, dass der Iodeinbau mit 70 % bevorzugt in der B-Kette erfolgt. Einen
vergleichbaren Wert erzielte Fabry mit 68 % für B1-Asa[BctB1LysB2]Insulin.
4.2 Präparation und Photoaffinitätsmarkierung von Rezeptoren aus
NIH-3T3-Fibroblasten
Die Präparation membranständiger Insulinrezeptoren erfolgt sowohl über Differential-
zentrifugation nach Weiland (1990) als auch über eine Teilreinigung mittels WGA-
Affinitätschromatographie. Die Affinitätsreinigung ist Voraussetzung für eine Detektion der
mit B29-Atf-Bct-Insulin photoaffinitätsmarkierten Rezeptoren über Enhanced Chemilunes-
cence. Da dieses System neben der hohen Nachweisempfindlichkeit den Nachteil besitzt, dass
das als Vitamin H in biologischen Systemen ubiquitär vorkommende Biotin ebenfalls
detektiert wird (Kessler 1998), müssen die Rezeptoren vor dem Einsatz in der Photomar-
kierung aufgereinigt werden.
Die Plasmamembranpräparation mittels Differentialzentrifugation führt zu einer 176-fachen
Anreicherung der Rezeptoren. LeBon erzielte nach Lyse und WGA-Chromatographie von
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IGF-I-Rezeptoren einen Aufreinigungsfaktor von 3200 bei einer Hormonbindungsaktivität
von 10–20 µg/mg Protein (1986). Die Insulinbindungsaktivität der über Differential-
zentrifugation angereicherten Plamamembranfraktion beträgt 34,4 µg/mg. Nach Hoch-
reinigung von Insulinrezeptoren über Insulin-Agarose-Affinitätschromatographie konnten
Fabry 18 µg/mg (1991) und Finn et al. 24 µg/mg (1984) Insulinbindungsaktivtät erreichen.
Hierbei fällt auf, dass in der Literatur trotz höherer Aufreinigungsfaktoren eine geringere
Ligandenbindungsaktivität erzielt wird. Der Grund für diese Diskrepanz ist der unterschied-
liche Rezeptoranteil am Gesamtprotein der als Ausgangsmaterial gewählten Zellen bzw. Ge-
webe. Während der Insulinrezeptor in Plazentamembranen mit 0,006 % nur einen geringen
Anteil hat, werden die untersuchten Rezeptoren von den in dieser Arbeit eingesetzten NIH-
3T3-Fibroblasten überexprimiert, so dass sich ihr Anteil am Gesamtprotein deutlich erhöht.
Nach einer Modifizierung des Aufreinigungsstrategie über Lyse der Zellen und WGA-Chro-
matographie wird im WGA-Eluat über Enhanced Chemiluminescence kein Biotin mehr nach-
gewiesen, so dass die Voraussetzung für eine spezifische Detektion mit B29-Atf-Bct-Insulin
photomarkierter Rezeptoren gegeben ist.
Die vier polyklonalen Anti-Insulinrezeptorpeptid-Antiseren IRP1-IRP4 erkennen trotz posi-
tiver Ergebnisse im Immuno-Dot-Blot (Scherbaum 1994) und hochspezifischer Interaktion
mit den vier entsprechenden Peptiden die Insulinrezeptorektodomäne IR 921 weder im ELISA
noch im Immuno-Westernblot. Auch nach Affinitätschromatographie an
Insulinrezeptorpeptid-Harzen werden nur die zur Immunisierung eingesetzten Peptide, nicht
jedoch der Rezeptor erkannt. Die Affinität der vier Antiseren zur Ektodomäne IR 921 wird im
Vergleich zu dem monoklonalen Antikörper 83-14 (Soos & Siddle 1986; Schäfer et al. 1990;
Schumacher 1993) über biomolekulare Interaktionsanalyse bestimmt. Der Vergleich von
Bioaffinitätsmessungen des BIACORE-Systems mit klassischen Verdrängungsexperimenten
zeigt, dass bei verschiedenen Liganden die absoluten Werte für die Affinitäten in den
verschiedenen Testsystemen schwanken können. Werden jedoch wie beim angestellten
Vergleich der Antiseren nur die relativen Affinitäten zu einem gemeinsamen Bindungspartner
untersucht, bleiben die relative Abfolge und die Verhältnisse der Affinitäten zueinander gleich
(Jansson et al. 1997). So läßt sich im Hinblick auf die vier polyklonalen Antikörper die
Aussage treffen, dass ihre Rezeptorbindungsaffinität so gering ist, dass sie für den geplanten
Einsatz in der Rezeptorreinigung und -detektion ungeeignet sind. Bei der Herstellung der
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Antiseren wurden exponierte, oberflächenorientierte Rezeptorpeptide hoher Antigenizität
ausgewählt (Scherbaum 1994). Dies ist jedoch keine Gewähr dafür, dass der native Rezeptor
erkannt wird. So erhielten Yip et al. (1991) ein Antiserum gegen die Sequenz 241–251, das
den Insulinrezeptor nur nach Reduktion und Alkylierung immunpräzipitieren konnte. Keines
der vier von Pessino et al. (1989) beschriebenen polyklonalen Antiseren gegen humane
Insulinrezeptorsequenzen erkannte den nativen Insulinrezeptor. Um ausschließen zu können,
dass die Rezeptorsequenzen in der nativen Rezeptorstruktur verborgen und für die Antiseren
nicht zugänglich sind, wird der Insulinrezeptor ebenfalls reduziert und alkyliert. Im Fall der
Antiseren Anti-IRP1–IRP4 bleibt dies ohne Einfluß auf das Ergebnis. Chersi et al. (1997)
beschreiben, dass nur 15–20 % aller Antipeptid-Antiseren mit dem nativen Protein reagieren.
Grund dafür ist, dass kurze Peptide (10–20 Aminosäuren) in wässriger Lösung eine Vielzahl
von Konformationen einnehmen können und die native Konformation nur selten auftritt.
Mit radioiodiertem B29-Asa-Insulin konnten der native Insulinrezeptor, der IGF-I Rezeptor
sowie die chimären Insulin/IGF-I Rezeptoren photoaffinitätsmarkiert werden. Die Spezifität
der Markierung konnte durch Verdrängungsexperimente mit nativem Insulin demonstriert
werden. Für die beiden chimären Rezeptorkonstrukte und den Insulinrezeptor bestätigt dies
die Ergebnisse von Schumacher (Schumacher 1993), der die Insulinbindungsaffinitäten der
beiden chimären und nativen Rezeptoren im reversiblen System untersuchte. Für den IGF-I/IR
C1,3-Rezeptor zeigte er eine hochaffine Insulinbindung, die der des nativen Insulinrezeptors
entspricht. Die IC 50-Werte betrugen im reversiblen Insulinbindungsassay bei 3,8 nM für die
Chimäre IGF-IR/IR C1,3 und bei 1,2 nM für den nativen Insulinrezeptor sowie bei 0,21 nM
für den chimären IR/IGF-I R C2 Rezeptor.
Wie der native Insulinrezeptor und die beiden Chimären wird auch der IGF-I Rezeptor mit
B29-Atf-Bct-Insulin spezifisch photomarkiert. Die Spezifität der Photoaffinitätsmarkierung
lässt sich durch Verdrängung mit einem Überschuß nativen Insulins zeigen. Die
Quantifizierung der Photoaffinitätsmarkierung des nativen IGF-I Rezeptors mit radioiodiertem
B29-Asa-Insulin ergibt eine Markierungsausbeute von 19,4 %. Die spezifische Markierung
des IGF-I Rezeptors mit einem Insulinanalogon ist besonders auffallend, da für die
Insulinbindung des IGF-I Rezeptors im reversiblen System eine um den Faktor 100 geringere
Bindungsaffinität im Vergleich zum Insulinrezeptor beschrieben wird (Czech 1989).
Auffallend war ebenfalls, dass die Photomarkierung aller Rezeptoren nicht nur mit einem
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1000-fachen Überschuss nativen Insulin, sondern auch durch einen 1000-fachen Überschuss
nativen IGF-I zu verdrängen war. Eine mögliche Erklärung für dieses Phänomen ist, dass die
beiden Liganden Insulin und IGF-I die gleiche Bindungsstelle am Rezeptor besitzen. Ebenso
ist vorstellbar, dass die Bindungsstellen eng benachbart oder räumlich so positioniert sind,
dass die Bindung des einen Hormons die Bindung des zweiten Hormons behindert.
Die bei der Photomarkierung erreichten Ausbeuten wurden nach Isolierung der Markierungs-
produkte über SDS-Polyacrylamidelektrophorese bestimmt. Dabei ergaben sich maximale
Markierungsausbeuten von 35,6 % für den Insulinrezeptor, 31,5 % und 29,6 % für die beiden
chimären Rezeptoren und 19,5 % für den IGF-I Rezeptor. Die Werte korrelieren gut mit den
von Glasmacher (1996) für B29-substituiertes Atf-Insulin (32 %) und für Abz-Insulin (31 %)
gefundenen Ausbeuten. Bei diesem Vergleich ist jedoch zu berücksichtigen, dass diese Zahlen
nicht bei Photoaffinitätsmarkierungen teilgereinigter Rezeptoren, sondern bei der
Insulinrezeptorektodomäne IR 921 erzielt wurden. Bei der Photoaffinitätsmarkierung der
Ektodomäne des Insulinrezeptors mit radioiodiertem B29-Asa-Insulin lag die
Markierungsausbeute mit 46 % deutlich höher als in vergleichbaren Studien. Diese
Markierungsausbeute ist im Vergleich zu den Ausbeuten bei der Markierung teilgereinigter
Rezeptoren hoch. Zurückzuführen ist sie auf die günstigen Bindungsbedingungen, bei der
keine möglicherweise störenden Proteine aus der Membranaufreinigung sondern nur die
hochreine Ektodomäne des Insulinrezeptors als Bindungspartner für das Photoinsulin
vorhanden ist.
Die Analyse der unter reduzierenden Bedingungen mittels SDS-PAGE aufgetrennten
photoaffinitätsmarkierten Rezeptoren zeigte jeweils Markierungsprodukte mit
Molekulargewichten von 130 kD für die nativen Rezeptoren für Insulin und IGF-I sowie 134
kD für die Chimäre IR/IGF-IR C2 und 138 kD für die Chimäre IGF-IR/IR C1,3, die den
markierten α-Untereinheiten der Rezeptoren entsprechen.
Die kovalente Verknüpfung der vier untersuchten Rezeptoren mit dem biotinylierten
Photoinsulin B29-Atf-Bct-Insulin erfolgte nach Teilreinigung der Rezeptoren hochspezifisch.
Nach Photoaffinitätsmarkierung, Auftrennung mittels reduzierender SDS-PAGE, Western
Blot und Detektion über Enhanced Chemilumineszenz ließen sich die α-Untereinheiten aller
Rezeptoren nachweisen. Damit konnten die bereits mit dem radioiodierten B29-Asa-Insulin
gefundenen Markierungsergebnisse der vier verschiedenen Rezeptoren bestätigt werden.
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Werden Rezeptoren mit radioiodiertem B29-Atf-Bct-Insulin photomarkiert, lässt sich keine
spezifische Markierung nachweisen. Dabei ist die gewählte Iodierungsmethode – mittels
Chloramin T oder Lactoperoxidase/H2O2 – ohne Einfluss auf das Ergebnis, so dass in der Lite-
ratur beschriebenen Beeinträchtigungen empfindlicher Substrate wie Proteine und Peptide
durch Chloramin T als mögliche Ursache ausgeschlossen werden können (Stagg et al. 1970;
Alexander et al. 1973; Hussain et al. 1994). Obwohl der C-Terminus der B-Kette nicht Teil
der postulierten Bindungsregion des Insulinmoleküls ist, können Modifizierungen in diesem
Bereich der Insulin B-Kette die Rezeptorbindung negativ beeinflussen (Nakagawa & Tager
1986, 1987). Ist die Bewegung des C-Terminus der B-Kette durch einen intramolekularen
Crosslinker eingeschränkt, verliert Insulin je nach Länge des Linkers seine Rezeptoraffinität
(Nakagawa & Tager 1989). Es ist vorstellbar, dass die Rezeptorbindung des radioiodierten
B29-Atf-Bct-Insulins, das zusätzlich zu der relativ großen Photogruppe in Position B29 ein
hydrophobes Iodatom in Position B26 trägt, durch eine Einschränkung der Molekülflexibilität
im C-terminalen Bereich der B-Kette verhindert wird.
4.3 Der insulinbindende Bereich von Insulin- und IGF-I Rezeptor
sowie zweier chimärer Rezeptoren
Die α-Untereinheit der Insulinrezeptor-Ektodomäne umfaßt insgesamt 41 Lysyl- und 38 Argi-
nylreste (Ebina et al. 1985). Damit verfügt sie ebenso wie die Ektodomäne des IGF-IR/IR
C1,3 Rezeptors über 79 potentielle Spaltstellen für Trypsin. Die IGF-I Rezeptor-Ektodomäne
verfügt über 78 und die Ektodomäne des chimären Rezeptors IR/IGF-IR C2 über 76
potentielle Spaltstellen für Trypsin. Bei einer hypothetischen vollständigen Spaltung der α-
Untereinheiten würde die Größe der resultierenden Fragmente zwischen einer und 32
Aminosäuren variieren. Die Ergebnisse der limitierten tryptischen Spaltstudien der vier
untersuchten Rezeptoren zeigen für jeden Rezeptortyp charakteristische teilweise recht stabile
Fragmente, die wesentlich größer waren als die rein theoretische Betrachtung einer
vollständigen Spaltung nahelegt.
Es entstehen nacheinander Fragmente unterschiedlicher definierter Größe. Grund hierfür ist
die unterschiedliche Zugänglichkeit der Spaltstellen für das Enzym. Je exponierter eine
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Sequenz in der Molekülstruktur ist, desto schneller wird sie gespalten werden. Kompaktere
oder durch Disulfidbrücken vernetzte Bereiche sind schwerer zugänglich und werden erst
später gespalten. Einige der Fragmente treten jedoch nicht bei jedem Spaltungsexperiment
auf. Dieses Phänomen kann dadurch erklärt werden, dass der Rezeptorgehalt der Plasma-
membranpräparationen nicht immer gleich war. Dadurch bedingt konnte es zu einem
unterschiedlichen Enzym/Substratverhältnis kommen. Bei einem höherem Anteil Trypsin in
der Reaktionsmischung können eher kleinere Fragmente entstehen.
Tryptische Spaltungen photoaffinitätsmarkierter Insulinrezeptoren bzw. der photoaffinitäts-
markierten Ektodomäne wurden von Fabry (1991) und Strack (1993) durchgeführt. Ziel war
dabei die Charakterisierung des Ligandenbindungsbereichs des Insulinrezeptors. Xu et al.
unterzogen Insulinrezeptoren aus Plazenta einer limitierten tryptischen Spaltung (1990).
Durch Vergleich der isolierten und sequenzierten Fragmente vor und nach Reduktion konnten
sie Hauptspaltstellen für Trypsin (α164, α270, α582 und β1115) und die Lage der intra- und
interchenaren Disulfidbrücken bestimmen. Die für den nativen Insulinrezeptor gefundenen
Fragmente korrelieren mit den von Xu et al. definierten Hauptspaltstellen. Tryptische
Spaltungen an diesen Spaltstellen führen theoretisch zu Fragmenten mit den folgenden
Molekulargewichten: 69,2, 50,9, 31,3, 25,6 und 18,3 kD. Nach Trypsinspaltung und
Reduktion konnten Xu et al. in der SDS-PAGE 20, 30, 55 und 70 kD Fragmente nachweisen.
Fabry (1991) fand Fragmente mit 113 und 63 kD, die durch Spaltung bei α582 oder α164
entstehen. Mit diesen Ergebnissen übereinstimmende Fragmente wurden bei der Spaltung des
nativen Insulinrezeptors gefunden. Zusätzlich zu den von Xu detektierten Fragmenten
entstanden auch Bruchstücke mit 42,7, 37,5, 23,3 und 12,6 kD. Der Grund hierfür sind die
unterschiedlichen Spaltbedingungen. Xu et al. führten eine limitierte Proteolyse mit kurzer
Spaltungsdauer und relativ geringem Enzym-Substratverhältnis durch. Bei der hier
durchgeführten Spaltung war die Enzymkonzentration sechsmal höher, und die
Spaltungsdauer betrug bis zu zwei Stunden. Ähnliche Fragmentgrößen fanden Strack (1993)
und Glasmacher (1996).
Beim Vergleich der Spaltmuster der vier untersuchten Rezeptoren fällt auf, dass Bruchstücke
vergleichbarer Molekulargewichte bei der Spaltung aller vier Rezeptortypen auftreten. Bei den
chimären Rezeptoren IGF-IR/IR C1,3 und IR/IGF-IR C2 fehlen allerdings die 71, 23 und 12,6
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KD-Bruchstücke. Ein 112 kD-Fragment läßt sich bei der Spaltung der Chimäre IGF-IR/IR
C1,3 nicht nachweisen.
Bei der Spaltung aller Rezeptoren treten Hauptfragmente der Molekulargewichte von 53–54,
43, 35–37,9 und 29–31 kD parallel auf. Die angegebenen Molekulargewichte sind Mittelwerte
aus einer Vielzahl von Analysen und können aufgrund der Ungenauigkeit der
Molekulargewichtsbestimmung mittels SDS-PAGE voneinander abweichen. Der Verlauf der
Spaltungen über größtenteils übereinstimmende Fragmente kann bereits als deutlicher
Hinweis auf ähnliche Bindungsregionen des Insulins an den verschiedenen Rezeptoren
angesehen werden.
Nach Bajaj et al. (1987) ist die α-Untereinheit des Insulinrezeptors aus zwei homologen
Domänen L1 (1–119) und L2 (313–428) aufgebaut, die symmetrisch zu beiden Seiten der
Cystein-reichen Region liegen. Nach dem Rezeptormodell von Fabry et al. (1992) sind die L1-
und die L2-Domäne in der Rezeptorstruktur so eng benachbart, dass sie eine Bindungstasche
für das Insulinmolekül ausbilden. Garrett et al. (1998) zeigten anhand der Kristallstruktur der
L1-, L2- und Cystein-reichen Domäne des IGF-I Rezeptors, dass dieselben Domänen des IGF-
I Rezeptors eine Bindungstasche formen, die groß genug für ein Ligandmolekül ist. Die
Autoren schlossen aufgrund der hohen Homologien innerhalb der Insulinrezeptor-Familie auf
eine beispielhafte Struktur dafür, wie diese Rezeptorfamilie mit ihren Liganden interagiert.
Die Sequenzierung eines Bindungsfragments lässt auf eine Wechselwirkung des C-terminalen
Bereichs der B-Kette des Insulinmoleküls mit dem N-terminalen Bereich der α-Untereinheit
des Insulinrezeptors schließen. Zwei N-terminal sequenzierte Fragmente des nativen Insulin-
rezeptors, der mit B29-Asa-Insulin photoaffinitätsmarkiert wurde, können den Aminosäure-
resten α84–α102 bzw. α87–α102 zugeordnet werden. Die Interaktion des Insulinmoleküls mit
dem N-terminalen Bereich der α-Untereinheit wird durch die Sequenzanalyse des
Bindungsfragments eines chimären Insulin/IGF-I Rezeptors bestätigt. Der Bindungsbereich
des chimären Rezeptors IGF-I/IR C1,3 kann den Aminosäureresten α84–α135 zugeordnet
werden. Bei diesem Rezeptor handelt es sich um einen chimären Rezeptor auf Basis des
humanen IGF-I Rezeptors, bei dem die N-terminale (AS 1–131) und die dritte Domäne (AS
315–514) gegen die des humanen Insulinrezeptors (AS 1–137 bzw. AS 325–524) ausgetauscht
wurden (Schumacher 1993).
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In der Sequenzanalyse der Bindungsfragmente des nativen Insulinrezeptors (α84–102 und
α87–102) konnten die N-Termini nicht korrekt bestimmt werden. Ein möglicher Grund
hierfür ist die Verknüpfung des Insulins über die Photogruppe in diesem Bereich. Aufgrund
der gefundenen Massen von 1971,3, 1976,2, 2657,2 sowie 2476,2 D gelang jedoch eine klare
Zuordnung. Die aufgrund der Sequenz ebenfalls mögliche Zuordnung zu einem Bereich der
Cystein-reichen Region konnte als weniger wahrscheinlich ausgeschlossen werden. Bei der
Bewertung dieses Ergebnisses ist zu beachten, dass vergleichbare Untersuchungen meist mit
der hoch gereinigten Insulinrezeptor-Ektodomäne durchgeführt wurden (Strack 1993;
Glasmacher 1996). Fabry konnte nach tryptischer Spaltung und HPLC-Reinigung eines
Bindungsfragments keine interne Sequenz des membranständigen Insulinrezeptors aus
Plazenta bestimmen. Ein isoliertes Bindungsfragment der Insulinrezeptor-Ektodomäne konnte
jedoch mit Erfolg sequenziert werden. Dies zeigt die Problematik bei der Charakterisierung
membranständiger Rezeptoren. Trotz Aufreinigung und Zusatz von Proteinaseinhibitoren sind
diese Rezeptoren möglicherweise weniger stabil als die hochreine Ektodomäne des
Insulinrezeptors.
Die Lokalisation des Insulinbindungsbereichs am Insulinrezeptor im N-terminalen Bereich des
Insulinrezeptors und des chimären Rezeptors IGF-I/IR C1,3 ist ein direkter Beleg für eine
Beteiligung dieser Rezeptorregion an der Ligandenbindung. Auf die Bedeutung der L1-
Domände der Insulinrezeptor-Ektodomäne, in der die identifizierte Region α84–α102
lokalisiert ist, wiesen bereits Bajaj et al. hin (1987). Über Photoaffinitätsmarkierung mit B29-
substituierten Insulinanaloga fanden Strack (1993) und Wedekind (1989) Bindungsregionen in
den Bereichen α1–α190 bzw. α20–α120. Mit Deletionsmutanten wurde der insulinbindende
Bereich des Insulinrezeptors auf die Region α66–α190 eingegrenzt (De Meyts et al. 1990).
Struktur-Funktionsuntersuchungen des Insulinmoleküls zeigten, dass die Aminosäurereste 22–
26 der Insulin B-Kette sowohl an der Rezeptorinteraktion als auch an der Dimerformation
beteiligt sind. De Meyts (1990) schloß daher auf eine Interaktion dieses Bereichs des
Insulinmoleküls mit dem Rezeptor, die der Dimerformation entspricht. Die strukturellen
Voraussetzungen für eine Dimeroberfläche sind in der Sequenz α83–α103 der
Insulinrezeptor-Ektodomäne gegeben. Von herausragender Bedeutung für die
Insulinbindungsaffinität ist Pheα89. Der Austausch der aromatischen Aminosäure gegen
Alanin führt zu einem drastischen Affinitätsverlust des Insulinrezeptors (Schumacher et al.
1991). Die Beteiligung des N-Terminus der α-Untereinheit wird weiterhin durch Unter-
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suchungen chimärer Insulin/IGF-I Rezeptoren (Schumacher 1191, 1993; Kjeldsen 1990)
sowie durch Charakterisierung natürlich auftretender Rezeptormutanten (Rouard 1997)
unterstrichen. Williams et al. (1995) konnten die Kontaktbereiche des Insulins innerhalb der
L1-Domäne über synthetische Rezeptormutanten eingrenzen. Dabei identifizierten sie unter
anderem die Sequenz von α89–α91 als entscheidend für die Hormonbindung.
Im Unterschied dazu postulieren Rafaeloff et al. (1989, 1992) eine Insulinbindungsregion in
der Sequenz α240–α251. Ebenso wie Yip et al. (1988, 1991,1992) sehen sie die Cystein-
reiche Region des Insulinrezeptors als Hauptkontaktbereich für die Insulinbindung an. Die
vorliegenden Sequenzdaten, mittels derer die N-Termini der α-Untereinheiten als Kontakt-
bereiche am Insulin- und am chimären IGF-I/IR C1,3-Rezeptor identifiziert wurden, wider-
sprechen dieser Vorstellung. Die Tatsache, dass natives Insulin an den Insulinrezeptor mit
derselben Affinität wie an den chimären Rezeptor reversibel bindet, spricht bereits gegen eine
Beteiligung dieser Domäne an der Hormonbindung (Schumacher 1993). Durch die
Identifizierung identischer Bindungsregionen nach kovalenter Verknüpfung mit B29-Asa-
Insulin erscheint eine Beteiligung der Cystein-reichen Domäne an der Insulinbindung
unwahrscheinlich.
Schäffer et al. (1992) entwickelten ein Bindungsmodell für Insulin- und IGF-I Rezeptor, nach
dem die Kontaktbereiche von Insulin und IGF-I in verschiedenen Regionen einer gemein-
samen Bindungstasche lokalisiert sind. Die vorliegenden Ergebnisse stehen mit diesem
Modell in Einklang. Ein klares Indiz für das Vorliegen einer gemeinsamen Bindungstasche
liefert die Verdrängbarkeit von 125I-B29-Asa-Insulin durch natives IGF-I.
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4.4 Doppelmarkierung membranständiger Rezeptoren aus
NIH-3T3-Fibroblasten
Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten membranständigen Rezeptoren, die nativen Insu-
lin- und IGF-I-Rezeptoren sowie zwei chimäre Rezeptoren, konnten mit zwei unterschied-
lichen Photoinsulinanaloga verbrückt werden. Die markierten Rezeptoren wurden über
Affinitätschromatographie isoliert, und der Nachweis der Doppelbesetzung erfolgte über
Enhanced Chemilumineszenz und Autoradiographie. Auf diesem Weg konnte die Bivalenz
der untersuchten Rezeptoren auf direktem Weg gezeigt werden. Erstmals wurde diese Technik
für membranständige Rezeptoren erfolgreich angewandt.
Die von Kleinjung et al. (2000) gezeigte Doppelmarkierung der löslichen
Insulinrezeptorektodomäne konnte für den Insulinrezeptor in seiner membranständigen
Konformation bestätigt werden. Im Gegensatz zur löslichen Insulinrezeptorektodomäne, für
die über lineare Scatchard-Plots zwei identische Bindungsstellen mit nanomolarer Affinität
nachgewiesen werden konnten (Markussen 1991), zeigt der teilgereinigte Holorezeptor einen
curvilinearen Verlauf des Scatchard-Plots, was auf verschiedene Klassen von Bindungsstellen
oder negative Kooperativität hinweist (Schäffer 1994). Der direkte Nachweis der Bivalenz des
Insulinrezeptors bestätigt das von Schäffer 1994 vorgeschlagene Modell der Insulinbindung
an den nativen Holorezeptor, das zwei Bindungsstellen für das Insulin postuliert.
Bindungsstudien des IGF-I an den IGF-I-Rezeptor ergaben in der Scatchard-Analyse ebenfalls
curvilineare Plots, die auf eine 1:2 Bindungsstöchiometrie hinweisen. Die erfolgreiche Dop-
pelmarkierung des IGF-I-Rezeptors mit zwei Photoinsulinanaloga weist auf einen ähnlichen
Mechanismus für die Insulinbindung hin, wobei keine Aussagen über die an der Bindung
beteiligten Rezeptorregionen abgeleitet werden können. Die Vermutung, dass die in Bin-
dungsexperimenten gefundenen geringen Affinitäten des Insulins für den IGF-I-Rezeptor
darauf zurückzuführen sein könnten, dass nur eine Bindungsstelle pro Holorezeptor
vorhanden ist (De Meyts 1994), kann widerlegt werden.
Die Doppelmarkierung des chimären Rezeptors IR/IGF-I C2, bei dem die cysteinreiche
Domäne des Insulinrezeptors gegen die des IGF-I-Rezeptors ausgetauscht wurde, ist ein
weiterer deutlicher Hinweis darauf, dass die Cystein-reiche Region nicht an der Interaktion
des Insulins mit dem Insulinrezeptor beteiligt ist. Die Insulinbindung dieses chimären
Rezeptors scheint analog zu der Hormonbindung des nativen Insulinrezeptors zu sein. Wie
auch die Ergebnisse von Schumacher (1993), die für den chimären Rezeptor IR/IGF-I C2 und
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den Wildtyp-Insulinrezeptor gleiche Affinitäten zeigen konnten, zeigt die Doppelmarkierung,
dass der Austausch der Cystein-reichen Region des Insulinrezeptors keinen Einfluss auf die
Insulinbindung hat.
Die Bivalenz des chimären Rezeptors IGF-I/IR C1,3 weist ebenfalls darauf hin, dass die
Cystein-reiche Region nicht an der Insulinbindung beteiligt ist. Dieser Rezeptor, der die N-
terminale und dritte Domäne des Insulinrezeptors besitzt, zeigt in der reversiblen
(Schumacher 1993) und der kovalenten Bindung grundlegend die gleichen Eigenschaften wie
der chimäre Rezeptor IR/IGF-IR C2. Dies ist wiederum ein deutlicher Beweis dafür, dass die
Interaktion des Insulins mit seinem Rezeptors nicht über eine Wechselwirkung mit der
Cystein-reichen Domäne erfolgt. Die Doppelmarkierung der Chimäre IGF-IR/IR C1,3 zeigt
weiterhin, dass auch die Sequenz 524–719 des Insulinrezeptors, die gegen die analoge
Sequenz des IGF-I Rezeptors ausgetauscht wurde, kein essentieller Bestandteil der
Insulinbindungsregion des Insulinrezeptors ist.
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5 Experimenteller Teil
5.1 Chemikalien, Material und Geräte
Chemikalien
Kristallines Humaninsulin wurde von Dr. Obermeier, Fa. Hoechst AG, zur Verfügung gestellt.
A14-125I-Insulin stammte von Prof. Sodoyez, Lüttich. Atf-Bct-OSu und AsaOSu wurden von
Dr. Fabry zur Verfügung gestellt.
Die Ektodomäne des Insulinrezeptors IR 921 war ein Geschenk von Dr. Schäfer, Houston,
Texas.
Die vier NIH-3T3- Zelllinien, die Dr. Schumacher im Rahmen seiner Doktorarbeit hergestellt
hat, wurden uns von Prof. Ullrich, Max Planck Institut für Biochemie, Martinsried überlassen.
Eupergit C (Fa. Röhn Pharma) stammte von Dr. Gattner.
Chemikalien und Lösungsmittel waren analysenrein und wurden von Fa. Sigma, Deisenhofen,
Fa. Merck AG, Darmstadt, und Fa. Riedel de Häen, Seelze, bezogen. Reinstwasser wurde mit
einer Reinstwasseranlage der Fa. Millipore, Eschborn, aus entmineralisiertem Wasser
aufbereitet
Protein-A-Sepharose CL-4B wurde von der Fa. Pharmacia, Freiburg, bezogen.
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Material
Na125I (IMS 30) und
Hyperfilm-MP-Röntgenfilme: Fa. Amersham-Buchler, Braunschweig;
Sterile Plastikwaren: Fa. Nunc, Wiesbaden-Biebrich;
Medien und Zusätze: Fa. Gibco, Eggenstein;
Streptavidinagarose, ECL-Kit: Fa. Boehringer Mannheim, Penzberg;
Geräte
Elektrophorese, Mini Protean II: Fa. Biorad, München;
Blotting: Semi-dry Elektroblotter, Fa. Sartorius, Göttingen;
Immobilon-P Membran: Fa. Millipore, Eschborn;
Nitrocellulosemembran: Fa. Schleicher Schüll, Dassel;
HPLC: LC 21/41 Fa. Bruker-Franzen, Bremen;
 Detektor: Durchflußphotometer, Fa. Knauer, München
Komponenten SP8700/8750/8270, Fa. Spectra Physics,
Darmstadt;
Radioaktivitätsmonitor LB 506C-1 Fa. Berthold,
Wildbad;
HPLC-Säulen : Nucleosil 5C18 (4mm x 250cm),
Fa. Macherey-Nagel, Düren;
Photolyse: Blitzlichtanlage Fa. Raytest, Straubenhardt;
Zentrifugen: Biofuge A, Fa. Heraeus, Osterode;
Labofuge, Fa. Christ, Osterode;
J-21C Kühlzentrifuge und L8-70M Ultrazentrifuge mit
den Rotoren JA20 und SW40 Ti, Fa. Beckmann,
Düsseldorf,
Kühlzentrifuge 3E-1, Fa. Sigma, Deisenhofen;
Speed Vac Concentrator: Fa. Savant, Farmingdale/GB;
Gammacounter: Cobra II Auto Gamma , Fa. Canberra-Packard, Frankfurt;
Homogenisation: 30 ml Potter, Fa. Thomas Scientific;
2 ml Potter, Fa. Braun.
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5.2 Synthese der Photoinsuline
5.2.1 Darstellung von NαA1, NαB1-Bis(Msc)-Insulin
Ansatz: 1,0 g Insulin (0,17 mmol)
833,0 mg Msc-OSu (0,31 mmol)
50 ml 1,4-Dioxan
1 g Humaninsulin wird in 330 ml 0,1 M Natriumacetat-Lösung (pH 6,0) suspendiert und mit
einer Lösung von 833 mg Msc-OSu in 50 ml Dioxan versetzt. Während der Reaktion gehen
alle Edukte in Lösung, und nach 20 min. Reaktionszeit wird der Ansatz mit 40 ml Essigsäure
angesäuert. Die Produktlösung wird am Rotavapor bei 40°C auf 20 ml eingeengt und an
Sephadex G25f entsalzt. Die Fraktionierung nach Substitutionsgrad erfolgt an Highload S-
Sepharose und die anschließende Entsalzung an Sephadex G25f.
Ausbeute nach Entsalzung: 477 mg (53 % der Theorie).
5.2.2 Darstellung von NεB29-(4-Azidosalicyloyl)-Insulin
Ansatz: 11,8 mg 4-Azidosalicyloyloxysuccinimidylester (43 µmol)
10,4 mg A1,B1-Bis(Msc)-Insulin (1,7 µmol)
4,6 mg 1-Hydroxybenzotriazol (34 µmol)
3,3 µl N-Methylmorpholin (30 nmol)
10,4 mg A1,B1-Bis(Msc)-Insulin werden in 330 µl N,N-Dimethylformamid gelöst und mit
3,3 µl N-Methylmorpholin versetzt. Zu dieser Lösung werden 11,8 mg 4-Azidosalicyloyloxy-
succinimidylester und 4,6 mg 1-Hydroxybenzotriazol gegeben. Die Umsetzung wird über RP-HPLC
verfolgt. Nach 2 h bei Raumtemperatur ist die Umsetzung vollständig und die Reaktion wird durch
Zugabe von Eisessig gestoppt. Das Produkt wird durch Gelpermeationschromatographie an Sephadex
G25f/10 % Essigsäure gereinigt und anschließend lyophilisiert. Die Schutzgruppenabspaltung erfolgt
in 10 % (v/v) Piperidin in wässriger Lösung durch Rühren bei 0°C. Nach 1,5 h wird die Reaktion
durch Ansäuern mit Eisessig abgestoppt. Das Reaktionsprodukt wird durch Gelpermeations-
chromatographie an Sephadex G25f/10 % Essigsäure isoliert und lyophilisiert. Daran anschließend
erfolgt die Hochreinigung des Produktes durch präparative RP-HPLC.
Ausbeute nach Gelfiltration: 7,52 mg (74 % der Theorie).
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5.2.3 Darstellung von NεB29-(4-Azidotetrafluorobenzoyl-biocytinyl)-Insulin
Ansatz: 10,0 mg A1,B1-Bis(Msc)-Insulin (1,65 µmol)
3,4 mg 4-Azidotetrafluorobenzoyl-biocytinyl-OSu (4,95 µmol)
3,3 µl N-Methylmorpholin (30 nmol)
10,4 mg A1,B1-Bis(Msc)-Insulin werden in 330 µl N,N-Dimethylformamid gelöst und mit 3,3
µl N-Methylmorpholin versetzt. Zu dieser Lösung werden 3,4 mg 4-Azidotetrafluorobenzoyl-
biocytinyl-OSu, gelöst in 50 µl DMF, gegeben. Nach 3 h Rühren bei Raumtemperatur ist ein
fast vollständiger Umsatz erreicht. Das Reaktionsprodukt wird durch Gelpermeations-
chromatographie an Sephadex G25f/10 % Essigsäure gereinigt und anschließend lyophilisiert.
Die Schutzgruppenabspaltung erfolgt in 10 % wässrigem (v/v) Piperidin durch Rühren bei
0°C. Der Reaktionsverlauf wird über RP-HPLC kontrolliert. Nach 1,5 h wird die Reaktion
durch Ansäuern mit Eisessig abgestoppt. Das Reaktionsprodukt wird durch Gelpermeations-
chromatographie an Sephadex G25f/10 % Essigsäure isoliert und anschließend lyophilisiert.
Die Hochreinigung des Produktes erfolgt durch präparative RP-HPLC.
Ausbeute nach Gelfiltration: 6 mg (45 % der Theorie).
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5.3 Markierung mit 125Iod
5.3.1 Radioiodierung mit Lactoperoxidase
In ein silanisiertes Reaktionsgefäß werden nacheinander 5 µl Phosphatpuffer, 5µl der Insulin-
derivatlösung und 2,5 µl Na125I pipettiert. Zum Start der Reaktion werden 2,5 µl der H2O2-Lö-
sung und 2,5 µl der Lactoperoxidase-Lösung hinzugegeben. Nach 1 min. Rühren bei Raum-
temperatur mit einem in eine Glaskapillare eingeschmolzenem Heftklammerstückchen, das als
Magnetrührstäbchen dient, wird dieser Vorgang wiederholt. Nach 5 min. Reaktionszeit wird
der Iodeinabau durch Trichloressigsäurefällung bestimmt. Bei Einbauraten größer 75 %
erfolgt die Aufarbeitung der Iodierungsmischung über RP-C18-Sep-Pak-Kartuschen.
Phosphatpuffer: 0,3 M Phosphatpuffer/6 M Harnstoff, pH 7,6, dazu werden
0,575 g KH2PO4 und 4,595 g Na2HPO4 x 2H2O in 85,7 ml 7 M
Harnstofflösung (42 g/100 ml) gelöst und auf 100 ml
aufgefüllt.
Insulinderivatlösung: 200 µg Insulinderivat/200 µl Phosphatpuffer, von dieser
Lösung werden 100 µl zu 18 mg Harnstoff gegeben
(c = 1,67 x 10-4 M)
Lactoperoxidase-Lösung: 200 µg/ml Iodierungspuffer (kurz vor Gebrauch herstellen)
H2O2-Lösung: 0,3 mM H2O2, 15,3 µl 30 % H2O2 (v/v) werden in 5 ml 
Iodierungspuffer verdünnt; aus dieser Lösung werden 25 µl 
in 2,5 ml Iodierungspuffer verdünnt (frisch herstellen)
(c = 3 x 10-4 M)
Na125I: 1 mCi in 10 µl 0,1 M NaOH, 15 mCi/µg (c = 5,786 x 10-5 M)
5.3.2 Radioiodierung mit Chloramin T
Nacheinander werden 5 µl Phosphatpuffer, 2,5 µl Na125I, 5 µl Insulinderivatlösung und 5µl
Chloramin T-Lösung in ein silanisiertes Reaktionsgefäß pipettiert. Der Ansatz wird bei Raum-
temperatur gerührt, wobei ein in eine Glaskapillare eingeschmolzenes Heftklammerstückchen
als Magnetrührstäbchen dient. Nach 1 m Reaktionszeit werden weitere 5 µl Chloramin T-
Lösung hinzugefügt. Nach insgesamt 5 min. Reaktionszeit wird der Iodeinbau durch
Trichloressigsäurefällung bestimmt. Bei Einbauraten größer 75 % erfolgt die Aufarbeitung der
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Iodierungsmischung über RP-C18-Sep-Pak-Kartuschen.
Phosphatpuffer: 0,3 M Phosphatpuffer/6 M Harnstoff, pH 7,6, dazu werden
0,575 g KH2PO4 und 4,595 g Na2HPO4 x 2H2O in 85,7 ml 7 M
Harnstofflösung (42 g/100 ml) gelöst und auf 100 ml
aufgefüllt.
Insulinderivatlösung: 200 µg Insulinderivat/200 µl Phosphatpuffer, von dieser 
Lösung werden 100 µl zu 18 mg Harnstoff gegeben
(c = 1,67 x 10-4 M)
Chloramin T-Lösung: 4 mg Chloramin T/ml Phosphatpuffer, 50 µl dieser Lösung 
werden zu 4,95 ml Phosphatpuffer pipettiert
Na125I: 1 mCi in 10 µl 0,1 M NaOH, 15 mCi/µg (c = 5,786 x 10-5M)
Trichloressigsäure-Fällung
Eine zugeschmolzene Glaskapillare wird zuerst in die Iodierungsmischung und direkt an-
schließend in 200 µl einer Lösung aus 10 % BSA, 1 % NaI und 0,01 % NaN3 getaucht. Aus
dieser Lösung werden 10 µl in weitere 200 µl der Lösung pipettiert. Nach Zugabe von 2 ml
eiskalter 10 %iger Trichloressigsäure (TCA) werden Proteine mit einem Molekulargewicht ≥
5000 Da ausgefällt und durch Zentrifugation pelletiert. Präzipitat und Überstand werden an-
schließend getrennt im Gammacounter gemessen.
TCA-Fällbarkeit: cpm (Präzipitat) / cpm (Präzipitat + Überstand) x 100
Entsalzung mit RP-C18-Sep-Pak-Kartuschen
Nach Aktivierung der Kartuschen mit 10 ml Acetonitril und 10 ml bidestilliertem Wasser
werden die Kartuschen mit dem Iodierungsansatz beladen. Das Reaktionsgefäß der Iodierung
sollte mehrmals kurz ausgespült werden, um eine möglichst vollständige Überführung auf die
Kartusche zu gewährleisten. Es wird zunächst mit 10 ml 10 % CH3CN/Wasser gewaschen und
anschließend mit 84 % Acetonitril/0,01 % TFA eluiert. Die Aktivität der Elutionsfraktionen
wird im Gammacounter bestimmt. Die Hauptfraktionen werden mittels Speed-Vac getrocknet
und trocken bei -20°C gelagert.
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5.3.3 Bestimmung der Iodposition im Photoinsulin
Die Bestimmung der Iodposition im Photoinsulin erfolgt durch oxidative Sulfitolyse des
Insulinderivats und anschließende chymotryptische Spaltung der isolierten A-Kette (A14- und
A19-Substitutionsort) bzw. tryptische Spaltung der isolierten B-Kette (B16 und B26/29-Sub-
stitutionsort). Die Reaktionsprodukte werden mittels Dünnschichtelektrophorese analysiert.
Oxidative Sulfitolyse
10 µl der radioaktiven Insulinlösung werden mit 6 µl nativer Insulinlösung, 7 µl Natrium-
sulfitlösung und 7 µl Natriumtetrathionatlösung versetzt und 1 h bei 37°C inkubiert. Die
Reaktionsprodukte werden über DC-Cellulose-Elektrophorese aufgetrennt (Elektrophorese-
bedingungen: 200 V, 20 mA, 2 h). Eine Spur der getrockneten DC-Cellulosefolie wird mit
Pauly-Reagenz angefärbt und in 0,5 cm breite Streifen geschnitten, die im Gammacounter
gemessen werden. Die auf diese Weise detektierten A- und B-Ketten werden von der nicht an-
gefärbten Folie abgekratzt und in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt. Das abgekratzte
Gel wird viermal mit 96 % Ethanol gewaschen. Anschließend werden die Buntesalze von A-
und B-Kette mit zweimal 1 ml 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 eluiert. Die
Eluate werden vereinigt und mittels Speed-Vac getrocknet.
Sulfitolysepuffer: 0,1 M Tris (1,211 g/100ml), 7 M Harnstoff (42 g/100ml, pH 7,6)
Natriumtetrathionatlösung: 10 mg (0,23 M) Natriumtetrathionat/140 µl Sulfitolysepuffer
Natriumsulfitlösung: 10 mg (0,57 M) Natriumsulfit/140 µl Sulfitolysepuffer
native Insulinlösung: 1 mg natives Insulin/30 µl Sulfitolysepuffer
radioaktive Insulinlösung: ca. 200000 cpm/10 µl
Pauly-Reagenz: je ein Volumenanteil 0,4 M Sulfanilsäure und 0,4 M 
Natriumnitrit sowie je 5 Volumenanteile 0,25 M Salzsäure 
und 2 M Natriumcarbonat in dieser Reihenfolge miteinander 
vermischen
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Chymotryptische Spaltung
Die lyophilisierte A-Kette wird in 10 µl 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 auf-
genommen und mit 10 µl Chymotrypsinlösung (8 mg/ml) versetzt. Nach 1 h Reaktionszeit bei
Raumtemperatur werden die Bruchstücke mittels DC-Cellulose-Elektrophorese aufgetrennt
(Elektrophoresebedingungen: 200 V, 20 mA, 2 h). Die getrocknete DC-Folie wird mit Pauly-
Reagenz angefärbt und in 0,5 cm breite Streifen geschnitten, die im Gammacounter gemessen
werden.
Tryptische Spaltung
Die lyophilisierte B-Kette wird in 20 µl 50 mM Ammoniumhydrogencarbonatlösung aufge-
nommen und mit 2 µl der Trypsinlösung (1 mg in 1 ml 50 mM Tris/10 mM CaCl2, pH 8,0)
versetzt. Nach 1 h Reaktionszeit bei Raumtemperatur werden die Bruchstücke mittels DC-
Cellulose-Elektrophorese aufgetrennt (Elektrophoresebedingungen: 200 V, 20 mA, 2 H). Die
getrocknete DC-Folie wird mit Pauly-Reagenz angefärbt und in 0,5 cm breite Streifen
geschnitten, die im Gammacounter gemessen werden.
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 5.4 Zellen und Zellkultur
Die eingesetzten NIH-3T3-Zelllinien stammen aus dem Max-Planck-Institut für Biochemie,
Martinsried. Folgende Klone werden kultiviert:
NIH-3T3-IR
NIH-3T3-IGF-IR
IR/IGF-IR C2
IGF-IR/IR C1,3
5.4.1 Medien und Stammlösungen
Alle Medien werden vor dem Einsatz in die Zellkultur auf 37°C temperiert. Als Zellkultur-
medium wird eine Modifikation des MEM-Dulbecco verwendet, die sich wie folgt
zusammensetzt:
3,43 g/l Instamed Medium MEM-Dulbecco mit 4,5 g/l Glucose
4,76 g/l HEPES (20 mM)
1,68 g/l NaHCO3 (20 mM)
100 ml/l foetales Kälberserum (FCS)
10 ml/l Glutamin (200 mM)
10 ml/l Penicillin- Streptomycin (10000 I.E. )
Für einen Ansatz von insgesamt 5 l werden die angegebenen Substanzen mit Ausnahme des
Bicarbonats in etwa 2,5 l bidestilliertem H2O gelöst. Das Bicarbonat wird getrennt in etwa 1 l
bidestilliertem H2O gelöst. Beide Lösungen werden auf Eis 30 min. mit Carbogen äquilibriert.
Die Lösungen werden vereinigt, der pH-Wert wird auf 7,2 und das Gesamtvolumen mit
bidestilliertem H2O auf 5 l eingestellt. Die Sterilisation erfolgt in einer Druckfiltrationsanlage.
Sterilkontrollen werden mindestens drei Tage bei 37°C inkubiert und auf Keime untersucht
bevor das Medium eingesetzt wird.
Alternativ wird DMEM-Fertigmedium mit 4,5 mg/l Glucose verwendet. Dieses wird
zusätzlich mit 10 % FCS, 20 mM Glutamin und 10.000 I.E. Penicillin-Streptomycin versetzt.
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Nach der Sterilfiltration wird dem fertigen Medium Geneticin in einer Konzentration von
0,5 g/l zugesetzt.
Eine Woche nach Zugabe von Geneticin wird dem Medium zusätzlich Methothrexat in stei-
genden Konzentrationen zugesetzt. Begonnen wird mit einer Konzentration von 50 nM, die je
nach Wachstum der Zellen auf 1 µM erhöht wird.
Zum Waschen der Zellen wird phosphatgepufferte Kochsalzlösung, pH 7,4, ohne Zusatz
bivalenter Kationen in der folgenden Zusammensetzung verwendet:
8,00 g/l NaCl (0,13 M)
0,20 g/l KCl (2,68 mM)
1,44 g/l Na2HPO4 (8,09 mM)
0,24 g/l KH2PO4 (1,76 mM)
5.4.2 Allgemeine Kulturbedingungen
Die NIH-3T3-Zellen werden in einer wasserdampfgesättigten Atmosphäre mit einem Gasge-
misch aus 5 % CO2 und 95 % Luft bei 37°C kultiviert. Der Mediumwechsel erfolgt jeweils im
2-Tagesrhythmus. Um eine Abkühlung der Zellen während des Waschens und Fütterns zu
vermeiden, werden diese Schritte auf einer auf 37°C temperierten Wärmeplatte durchgeführt.
5.4.3 Subkultivierung
Die Stammkulturzellen werden jeweils vor Erreichen der Konfluenz passagiert, um den Ver-
lust der Kontaktinhibition zu vermeiden. Zur Passagierung werden die Zellen zunächst mit
5 ml PBS gewaschen, dann mit 1 ml Trypsin (Trypsin/EDTA 0,05 %; 37°C) etwa 3 min. auf
der Wärmeplatte inkubiert. Die Trypsinierung wird durch Zugabe von Medium gestoppt. Die
Zellen werden mehrmals aspiriert, und die Zellsuspension wird für die fortlaufende
Stammkultur, für Versuche oder zur Kryokonservierung eingesetzt.
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5.4.4 Kryokonservierung
Einfrieren
Um die Versuchsbedingungen möglichst gleich zu halten, werden relativ junge Zellen heran-
gezogen und dann eingefroren. Die NIH-3T3-Zellen werden zunächst in Kulturflaschen
ausgesät. 24 h vor der Kryokonservierung erfolgt der letzte Mediumwechsel. Nach kurzem
Waschen mit 5 ml PBS werden die Zellen mit 0,5 ml Trypsin von der Oberfläche abgelöst,
mit 5 ml Medium (4°C) versetzt und 4 m bei 1000 rpm in einer auf 4°C vorgekühlten
Zentrifuge pelletiert. Der Überstand wird abgesaugt, das Zellpellet wird in 1,5 ml eisgekühlten
Einfriermedium resuspendiert und in ein Kryoröhrchen überführt. Dieses wird in einem
wattierten Umschlag bei -70°C langsam eingefroren und anschließend in flüssigem Stickstoff
gelagert.
Einfriermedium: DMEM/20 %FCS/10 %DMSO
Auftauen
Eines der in flüssigem Stickstoff aufbewahrten Kryoröhrchen wird schnell im 37°C Was-
serbad aufgetaut. Die Zellsuspension wird in ein Zentrifugenröhrchen überführt und 4 m bei
1000 rpm pelletiert. Der Überstand wird abgesaugt und das Zellpellet wird in 2 ml auf 37°C
vorgewärmten Medium resuspendiert und in einer 80 cm2-Kulturflasche mit insgesamt 10 ml
Medium ausgesät. Der erste Mediumwechsel erfolgt abweichend vom normalen Rhythmus
bereits am folgenden Tag.
5.4.5 Mycoplasmentest
Für den Mycoplasmentest werden Zellen auf Deckgläsern in 24-Loch-Platten in Antibiotika-
freiem Medium ausgesät. Die Zellen sollen bei dem Test 3-4 Tage nach Aussaat noch nicht
konfluent sein, da dies die Identifizierung der Mycoplasmen erschwert. Zur Fixierung der
Zellen wird nach Absaugen des Mediums 2 ml Fixierlösung pro Well zugesetzt, für 10 min.
im Dunkeln inkubiert und anschließend mindestens 30 m bei 37°C getrocknet. Zur Färbung
wird 1 ml Gebrauchsfärbelösung pro Deckglas zugesetzt und für genau 10 min. im Dunkeln
inkubiert. Anschließend werden die Zellen dreimal mit bidestilliertem Wasser gewaschen und
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das Deckglas wird mit den darauf befindlichen Zellen mit Fixierlösung auf einem
Objektträger fixiert. Der Fluoreszenzfarbstoff der Präparate wird bei 330-385 nm im
Fluorenszenzmikroskop angeregt.
Farbstoffstammlösung: 1 mg Bisbenzimidtrihydrochlorid/ml bidest. H2O; die Lösung ist 
ca. drei Monate im Dunkeln bei -20°C haltbar.
Farbstoffgebrauchslösung: Stammlösung kurz vor Gebrauch 1:10000 in Farbstoffpuffer 
verdünnen
Fixierlösung: 75 % Methanol/25 % Eisessig
Farbstoffpuffer: 0,2 M Na2HPO4, 0,1 M Citronensäure, pH 5,5
5.5 Präparation von Rezeptoren aus NIH-3T3-Zellen
Um eine Anreicherung membranständiger Rezeptoren zu erreichen, werden Plasma-
membranen durch Differentialzentrifugation präpariert.
5.5.1 Präparation und Homogenisation der Zellen
Für eine Membranpräparation werden jeweils 60 Kulturschalen ( ∅ 16 cm ) eingesetzt. Das
Medium wird dekantiert, die Kulturschalen werden auf Eis gesetzt und je zweimal mit
TES/PMSF gewaschen. Anschließend werden die Zellen  von den Kulturschalen abgeschabt.
Die Homogenisation erfolgt in einem 30 ml Potter durch 15 Hübe per Handbetrieb in einem
Volumen von ca. 1 ml pro Kulturschale.
5.5.2 Präparation der Plasmamembranen mittels Differentialzentrifugation
Die homogenisierten Zellen werden im JA20-Rotor 15 m mit 10000 rpm  bei 4°C
zentrifugiert. Der Überstand, der vor allem rauhes endoplasmatisches Retikulum und Golgi-
vesikel enthält, wird verworfen. Das Pellet, in dem sich Plasmamembranen, Mitochondrien
und Kerne befinden, wird in ca. 18 ml TES/PMSF resuspendiert, portionsweise in einem 2 ml
Potter mit 30 Hüben bei 2000 rpm des Pistills homogenisiert und vorsichtig auf ein
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38,5 %iges Saccharosekissen in ein Zentrifugenröhrchen geschichtet. Die Zentrifugation
erfolgt für 60 min. in einem Ausschwingrotor (SW 40) bei 23000 rpm in der Ultrazentrifuge.
Die auf dem Saccharosekissen verbleibenden Plasmamembranen werden abgezogen, erneut
60 min. bei 23000 rpm zentrifugiert und pelletiert. Anschließend werden die Membranen in
ca. 1,5 ml TES/PMSF resuspendiert und im 2 ml Potter bei 2000 rpm des Pistills mit 30 Hü-
ben homogenisiert. Nach Schockgefrieren in flüssigem Stickstoff werden die Plasma-
membranen bei -80°C gelagert.
Saccharosekissen: 38,5 % (w/v) Saccharose in TE (20mM Tris-HCl, 1mM EDTA ),
pH 7,4 (4°C)
TES-Puffer: 20 mM Tris-HCl; 1 mM EDTA
8,7 % Saccharose, pH 7,4 (4°C)
TES/PMSF: 35 mg PMSF (Phenylmethylsulfonylfluorid), in 1 ml Ethanol
gelöst, pro l TES
5.5.3 Bestimmung des Proteingehaltes
Der Proteingehalt der verschieden Membranaufreinigungsstufen wird mit dem BCA-Kit der
Firma Pierce bestimmt.
5.5.4 Triton X-100-Lyse
Zur Aufreinigung der Rezeptoren werden die Zellen mit Triton X-100 lysiert. Dabei werden
die Zellmembranen aufgebrochen, während der Zellkern und die Zellkompartimente intakt
bleiben. Alle Arbeitsschritte werden auf Eis durchgeführt. Das Medium wird dekantiert und
die Zellen werden einmal mit eisgekühltem PBS gewaschen. Nach Absaugen des PBS werden
die Zellen mit 1 ml Lysispuffer pro Zellkulturschale 10 min. lysiert. Die Zellen werden mit
einem Schaber von der Schale abgelöst und 20 m in einer auf 4°C vorgekühlten Zentrifuge bei
15000 rpm zentrifugiert. Dabei werden die unlöslichen Bestandteile wie z.B. Zellkerne
pelletiert. Die im Überstand befindlichen Rezeptoren der Plasmamembran werden über WGA-
Affinitätschromatographie weiter aufgereinigt.
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Lysispuffer: 4,76 g/l HEPES (20 mM), pH 7,5
8,75 g/l NaCl (150 mM)
0,14 g/l MgCl2, (1,5 mM)
0,37 g/l EDTA, (1mM)
100 g/l Glycerin (10 % (m/v))
10 g/l Triton X-100 (1 % (m/v))
5.5.5 Wheat-Germ-Agglutinin-Affinitätschromatograhie
10 ml Zelllysat werden mit 20 ml WGA-Chromatographiepuffer, dem zusätzlich Protease-
inhibitoren zugesetzt werden, und 2 ml WGA-Sepharose 16 h bei 4°C unter Rotation
inkubiert. Alle weiteren Schritte erfolgen ebenfalls bei 4°C. Der Überstand wird abgehoben,
das Gel wird in eine Säule gegossen und mit 10 Säulenvolumina Chromatographiepuffer ge-
waschen. Daran anschließend wird mit 10 ml Elutionspuffer eluiert. Es werden 1 ml Fraktio-
nen gesammelt, die mittels eines Bindungsassays auf ihren Rezeptorgehalt untersucht werden.
Die WGA-Sepharose wird durch Waschen mit je 10 Säulenvolumina Regenerationspuffer 1
und 2 regeneriert und in 20 Säulenvolumina WGA-Chromatograhiepuffer äquilibriert.
WGA-Chromatographiepuffer: 7,00 g/l Tris (50 mM), pH 7,7
0,50 g/l MgSO4 x 7 H2O (2 mM)
0,22 g/l CaCl2  (2 mM), 0,1 % Emulphogen
WGA-Elutionspuffer: 0,3 M N-Acetylglucosamin in WGA-Chromatographiepuffer
WGA-Regenerationspuffer 1: 12,14 g/l Tris (0,1 M), pH 8,5
29,16 g/l NaCl (0,5 M)
WGA-Regenerationspuffer 2: 8,20 g/l AcONa (0,1 M), pH 4,5
29,16 g/l NaCl (0,5 M)
WGA-Lagerpuffer: 0,20 g/l NaN3 in WGA-Chromatographiepuffer ohne
Emulphogen (0,02 % (m/v))
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5.6 Insulinbindungsassay
Je nach Reinigungsstufe werden 5-50 µl der Rezeptorfraktion mit 50 µl A14-125I-Insulin (ca.
20000 cpm) und IM9-Bindungspuffer in einem Endvolumen von 300 µl für 90 min. bei 15°C
inkubiert. Zur Bestimmung der unspezifischen Bindung werden Kontrollansätze mit
10-5 M nativem Insulin inkubiert. Nach der Inkubation wird der 125I-Insulin/Rezeptor-
Komplex von überschüssigem 125I-Insulin getrennt. Bei gereinigten Plasmamembran-
fraktionen erfolgt dies durch Zentrifugation (5 min., 11000 rpm, Tischzentrifuge).
Solubilisierte Rezeptoren werden durch Zusatz von 150 µl 0,3 % γ-Globulin und 450 µl 25 %
PEG und 15 m Inkubation auf Eis ausgefällt und abzentrifugiert. Anschließend werden die
Überstände abgesaugt und die Pellets im γ-Counter gemessen.
A14-125I-Insulin: 20000 cpm/50 µl IM9-Bindungspuffer
IM9-Bindungspuffer: 7,00 g/l NaCl (120 mM)
0,37 g/l KCl (120 mM)
0,30 g/l MgSO4 x 7 H2O (1,2 mM)
0,37 g/l EDTA (1 mM)
1,80 g/l Glucose (10 mM)
1,23 g/l AcONa (15 mM)
23,80 g/l HEPES (100 mM), pH 7,6
10,00 g/l BSA (1 % (m/v))
Gamma-Globulin-Lösung: 0,3 % Gamma-Globulin/50 mM Ammoniumhydrogencarbonat
pH 8,3, eisgekühlt
PEG-Lösung: 25 % Polyethylenglykol 6000/50 mM Ammoniumhydrogen-
carbonat, pH 8,3, eisgekühlt
native Insulinlösung: 10-4 M Insulin/50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3
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5.7 Antikörpertechniken
Es werden Anti-Peptid-Antiseren gegen die Insulinrezeptorsequenzen Aminosäuren 11-25
(IRP 1), 66-81 (IRP 2), 405-419 (IRP 3) und 451-465 (IRP 4) (Scherbaum 1994) sowie der
monoklonale Antikörper 83-14 (Soos et al. 1986) eingesetzt. Verwendet werden folgende
Chargen der Seren:
3. AS, P1, T2 (3. Antiserum, Insulinrezeptorsequenz 11-25, Tier 2)
3. AS, P2, T4 (3. Antiserum, Insulinrezeptorsequenz 66-81, Tier 4)
3. AS, P3, T5 (3. Antiserum, Insulinrezeptorsequenz 405-419, Tier 5)
5. AS, P4, T8 (5. Antiserum, Insulinrezeptorsequenz 451-465, Tier 8)
5.7.1 Enzyme Linked Immuno Sorbent Assay - ELISA
Im ersten Schritt werden antigene Proteine, d.h. die synthetisierten Insulinrezeptorsequenzen
(Scherbaum 1994) oder die Insulinrezeptorektodomäne (Schaefer et al. 1992), auf Mikro-
titerplatten immobilisiert. Dies erfolgt durch Inkubation von 100 ng Protein/100 µl Carbonat-
puffer pro Kavität (4°C, Schüttler, 2 h). Daran anschließend wird nach folgendem Schema
gearbeitet:
- 3 x 5 min. mit je 200 µl Waschpuffer A waschen,
- 1 x 5 min. mit je 200 µl H2O bidest. waschen,
- über Nacht mit je 200 µl Blocklösung inkubieren (4°C, Schüttler),
- 4 x 5 min. mit je 200 µl PBST waschen,
- 2 h mit je 100 µl primärer Antikörperlösung inkubieren (RT, Schüttler),
- 4 x 5 h mit je 200µl PBST waschen,
- 2 h mit je 100 µl sekundärem Antikörper inkubieren (RT, Schüttler),
- 4 x 5 min. mit je 200 µl PBST waschen,
- 30 min. mit je 100 µl ABTS-Lösung inkubieren (RT, Schüttler),
- Extinktionsmessung bei 410 nm.
Carbonatpuffer: 0,80 g/l Na2CO3 (7,5 mM)
1,46 g/l NaHCO3 (17,4 mM), pH 9,5
Waschpuffer A: 8,93 g/l NaCl (154 mM)
0,50 g/l Tween 20 (0,05 % (m/v))
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PBST: 0,50 g/l Tween 20 (0,05 % (m/v)) in PBS (vgl. Kap. 5.4.1)
Blocklösung: 10 g/l BSA (1 % (m/v)) in PBST
Primärer Antikörper: je nach Affinität wird der Antikörper in 0,1 % BSA/PBST 
verdünnt
Sekundärer Antikörper: Peroxidase-markiertes Anti-Rabbit-IgG bzw. Anti-Mouse-IgG wird
1:2500 in PBST verdünnt
ABTS-Puffer: 7,65 g/l Citronensäure (39,8 mM)
23,28 g/l Na2HPO4 x 2 H2O (60 mM)
0,50 g/l NaBO2 x H2O2 x 3 H2O (3,25 mM)
ABTS-Lösung: 1 mg ABTS/ml ABTS-Puffer
5.7.2 Herstellung von Affinitätschromatographiesäulen
Vor der Kupplung der Insulinrezeptorpeptide IRP1-IRP4 an das Eupergit-Harz werden die
SBut-Schutzgruppen abgespalten. Anschließend wurden die Peptide über die freie SH-Gruppe
an die Epoxidgruppen des Oxiran-Acrylharzes Eupergit C gebunden.
Abspaltung der SBut-Gruppe
Es werden jeweils 2 mg Peptid unter N2 in 0,5 ml TFA/2-Propanol (4:1, v/v) aufgenommen
und mit 3 µl Tributylphosphin versetzt. Nach 4 h Rühren bei Raumtemperatur wird der
Reaktionsansatz mit Diethylether versetzt. Die Peptide fallen aus und werden zweimal mit
Diethylether gewaschen. Anschließend wird mittels Speed-Vac lyophilisiert.
Kupplung der Peptide an Eupergit C
Die gefriergetrockneten Peptide werden vorsichtig in 0,1 % TFA gelöst und mit 1 ml 0,1 M
Phosphatpuffer, pH 7,5 aufgefüllt. Nach Zugabe von 40 mg Eupergit C wird der Ansatz bei
Raumtemperatur inkubiert. Nach 24, 48 und 72 h werden zur Reaktionskontrolle Proben aus
dem Überstand entnommen, die im ELISA auf freies Peptid getestet werden. Bei allen vier
eingesetzten Peptiden wird nach 72 h eine Ausbeute von über 85% bestimmt. Zu diesem
Zeitpunkt werden die Reaktionen abgestoppt. Das hergestellte Affinitätsharz wird mit 6 x 1
ml Phosphatpuffer gewaschen und in 10 mM Tris, pH 7,5 äquilibriert.
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5.7.3 Affinitätschromatographie
Das hergestellte Affinitätsharz wird mit 100 µl des entsprechenden Antiserums und 900 µl
10 mM Tris, pH 7,5 über Nacht bei 4°C unter Rotation inkubiert. Nach der Inkubation wird
das Harz mit 10 Volumina 10 mM Tris, pH 7,5 gewaschen. Der erste Elutionsschritt erfolgt
mit 10 Volumina 0,1 M Glycin, pH 2,5. Die sauren Eluate werden sofort mit 1 M Tris, pH 8
versetzt und so neutralisiert. Es wird mit 10 Volumina 10 mM Tris, pH 8,8 gewaschen. Der
zweite Elutionsschritt erfolgt mit 10 Volumina 0,1 M Triethylamin, pH 11,5. Die basischen
Eluate werden sofort mit 1 M Tris, pH 6,5 neutralisiert. Das Harz wird durch Waschen mit je
10 Volumina der folgenden Lösungen regeneriert: 10 mM Tris, pH 7,5; 0,1 M Glycin, pH 2,5;
10 mM Tris, pH 8,8; 0,1 M Triethylamin, pH 11,5. Anschließend wird das Harz in 10 mM
Tris, pH 7,5 äquilibriert und gelagert.
benötigte Lösungen: 1,21 g/l Tris (10 mM), pH 7,5
57,05 mg/l Glycin (0,1 M), pH 2,5
1,21 g/l Tris (10 mM), pH 8,8
0,10 g/l Triethylamin (0,1M), pH 11,5
121,14 g/l Tris (1 M), pH 8
121,14 g/l Tris (1 M), pH 6,5
5.7.4 Protein A-Sepharose-Chromatographie
Um unspezifische Serumbestandteile zu entfernen, wurden die vier Antiseren an Protein-A-
Sepharose chromatographiert. Dazu werden 0,15 g Protein-A-Sepharose in 2 ml Wasch-
puffer B 3 h vorgequollen. Anschließend wird die Sepharose zweimal mit 1,5 ml und einmal
mit 4 ml Waschpuffer A gewaschen. 500 µl dieser Sepharose werden mit 4 ml des Neutra-
lisationspuffers und 450 µl des Serums für 1 h auf Eis unter Schütteln inkubiert. Das Gemisch
wird 1 min. bei 1000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wird bis auf ca. 500 µl abgenommen
und verworfen und die Sepharose wird in Waschpuffer B resuspendiert und in eine kleine
Säule gegossen. Es wird mit je 2 ml Waschpuffer A und B gewaschen. Mit Elutionspuffer
werden anschließend 10 x 120 µl eluiert und mit je 5 µl Neutralisationspuffer versetzt. Der
Proteingehalt der Elutionsfraktionen wird bestimmt, die Fraktionen mit dem höchsten
Proteingehalt werden vereinigt und in einer Verdünnung von 1:100 im ELISA eingesetzt.
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Waschpuffer A: 12,14 g/l Tris (100 mM), pH 8,0
Waschpuffer B: 1,21 g/l Tris (10 mM), pH 8,0
Elutionspuffer: 57,05 mg/l Glycin (0,1 M), pH 3,0
Neutralisationspuffer: 121,14 g/l Tris (1 M), pH 8,0
5.8 Photoaffinitätsmarkierung
5.8.1 Plasmamembranen
NIH-3T3-Plasmamembranen werden wie unter 5.5.2 beschrieben präpariert, einmal kurz mit
PBS (vgl. Kap. 5.4.1) oder 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3, gewaschen und im
urprünglichen Volumen resuspendiert. Die Arbeitsschritte erfolgen unter Eiskühlung.
Photoaffinitätsmarkierung mit B29-Atf-Bct-Insulin
10 µl Plasmamembranen werden mit 100 ng Photoinsulin nach Zugabe von Krebs-Ringer-
Hepes-Puffer (KRH) in einem Gesamtvolumen von 100 µl 2 h bei 15 °C im Dunkeln in-
kubiert. Die kovalente Verknüpfung des reversiblen Ligand-Rezeptor-Komplexes erfolgt
durch UV-Bestrahlung mit 6 x 1000 Ws mit Hilfe eines Blitzlichtphotolysegerätes. Die
Abtrennung des kovalenten Hormon-Rezeptor-Komplexes von überschüssigem Photoinsulin
erfolgt durch kurze Zentrifugation bei 13000 rpm in der Tischzentrifuge. Der Überstand, in
dem sich das nicht gebundene Photoinsulin befindet, wird verworfen. Das Membranpellet
wird für die SDS-PAGE in 25 µl Laemmli-Probenpuffer aufgenommen und 10 min. bei 56°C
inkubiert.
KRH-Puffer: 11,90 g/l Hepes, (50 mM), pH 8,3
7,58 g/l NaCl (130 mM)
15,72 mg/l KCl (5,1 mM)
0,32 g/l MgSO4 x 7 H2O (1,3 mM)
10 g/l BSA (0,1 % (m/v))
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Photoaffinitätsmarkierung mit B29-Asa-Insulin
Zur analytischen Photoaffinitätsmarkierung werden 10 µl Plasmamembranen mit ca. 106 cpm
des radioiodierten B29-Asa-Insulins nach Zugabe von KRH in einem Gesamtvolumen von
50 µl 2 h bei 15°C im Dunkeln inkubiert. Nach der Inkubation werden die Hormon-
Rezeptorkomplexe einmal kurz mit 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 auf Eis
gewaschen und in dem ursprünglichen Inkubationsvolumen resuspendiert. Die kovalente Ver-
knüpfung des reversiblen Ligand-Rezeptor-Komplexes erfolgt durch UV-Bestrahlung mit 6 x
1000 Ws mit Hilfe eines Blitzlichtphotolysegerätes. Die Abtrennung des kovalenten Hormon-
Rezeptor-Komplexes von überschüssigem Photoinsulin erfolgt durch kurze Zentrifugation bei
13000 rpm in der Tischzentrifuge. Der Überstand, in dem sich das nicht gebundene Photo-
insulin befindet, wird verworfen. Das Membranpellet wird für die SDS-PAGE in 25 µl
Laemmli-Probenpuffer aufgenommen und 10 min. bei 56°C inkubiert.
Soll der Rezeptor nach der kovalenten Markierung mit Photoinsulin einer enzymatischen
Spaltung unterworfen werden, wird der Ansatz für die Photoaffinitätsmarkierung
entsprechend vervielfacht. Die kovalenten Hormon-Rezeptorkomplexe werden statt in
Laemmli-Probenpuffer in 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat aufgenommen und können
bis zur Weiterverwendung über Nacht bei -20°C gelagert werden.
5.8.2 Insulinrezeptor-Ektodomäne IR 921
Für einen analytischen Ansatz wird 1 µl (732 ng) Insulinrezeptor-Ektodomäne IR 921 mit
106 cpm des radioiodierten B29-Asa-Insulin bzw. 100 ng B29-Atf-Bct-Insulin in einem Ge-
samtvolumen von 15 µl 1 h bei 15°C im Dunkeln inkubiert (aufgefüllt mit 50 mM
Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3). Die kovalente Verknüpfung erfolgt durch Blitzlicht-
photolyse mit 6 x 1000 Ws. Der kovalente Hormon-Rezeptor-Komplex wird von überschüs-
sigem Photoinsulin durch Ausfällen mit 10 µl 0,3 % γ-Globulin und 30 µl 25 % PEG
abgetrennt. Die beiden Lösungen werden eisgekühlt zugegeben und der Ansatz wird 15 m auf
Eis inkubiert. Nach 5 min. Zentrifugation bei 13000 rpm in der Tischzentrifuge wird der
Überstand abgehoben und verworfen, das Pellet wird für die SDS-PAGE in 20 µl Laemmli-
Probenpuffer aufgenommen.
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5.8.3 Solubilisierte Rezeptoren
Solubilisierte, durch WGA-Chromatographie gereinigte Rezeptoren aus NIH-3T3-Zellen wer-
den ausschließlich mit B29-Atf-Bct-Insulin photomarkiert. Es werden jeweils nur die zwei
Elutionsfraktionen der WGA-Chromatographie mit der höchsten Insulinbindungsaktivität ein-
gesetzt.
100 µl WGA-Eluat werden mit 98 µl 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 und 2 µl
B29-Atf-Bct-Insulin (100 ng) 2 h bei 15°C im Dunkeln inkubiert. Die kovalente Verknüpfung
erfolgt durch Blitzlichtphotolyse mit 6 x 1000 Ws. Anschließend wird das Volumen des
Ansatzes mittels Speed-Vac-Trocknung auf 1-2 µl eingeengt. Nach Zugabe von 20 µl
Laemmli-Probenpuffer werden die Ansätze 5 min. bei 96°C inkubiert und mittels SDS-PAGE
analysiert.
5.8.4 Präparative Photoaffinitätsmarkierung
Plasmamembranen, die durch Präparation von 120 Kulturschalen gewonnen wurden, werden
einmal mit eisgekühltem 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat gewaschen. Ein Aliquot der
gewaschenen Membranen wird in einem Gesamtvolumen von 1 ml mit 5 x 106 cpm radio-
iodiertem B29-Asa-Insulin 2 h bei 15°C im Dunkeln inkubiert. Nach Blitzlichtphotolyse mit 6
x 1000 Ws wird der Ansatz mit den restlichen Plasmamembranen vereinigt und mit 29,84 µg
B29-Asa-Insulin in einem Gesamtvolumen von 6 ml 16 h bei 4°C unter Rotation im Dunkeln
inkubiert. Die Bestrahlung mit 6 x 1000 Ws erfolgt in Petrischalen. Die kovalenten Hormon-
Rezeptor-Komplexe werden durch 20 min. Zentrifugation bei 15000 rpm in der
Ultrazentrifuge (vorgekühlt auf 4°C) von überschüssigem Photoinsulin getrennt.
Carboxymethylierung von Insulinrezeptoren
Die Plasmamembranen mit den Rezeptoren werden in 150 µl Denaturierungspuffer und 60 µl
20 % SDS-Lösung solubilisiert. Vorsichtig wird 15 min. lang Helium über die Oberfläche
geblasen. Es werden 15 mg DTE, gelöst in 150 µl Denaturierungspuffer zugefügt und 30 min.
mit Helium begast. Der Ansatz wird 2 h auf einem Schüttler bei Raumtemperatur inkubiert.
Unter Rühren werden 60 µl Iodessigsäure zugegeben und 2 h im Dunkeln inkubiert. Die nun
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reduzierten, carboxymethylierten, photomarkierten Rezeptoren werden mittels Nap®-Säulen
von überschüssigen Reagenzien getrennt. Die radioaktiven Eluate werden mittels Speed-Vac
getrocknet.
Denaturierungspuffer: 480,48 g/l Harnstoff (8 M)
12,11 g/l Tris (0,1 M), pH 8,1
Iodessigsäurelösung: 29,5 mg Iodessigsäure/ml H2O (0,5 M), pH 8,5 (NaOH), frisch anset-
zen und vor Licht schützen
5.9 Proteolytischer Abbau von Rezeptoren
Zur enzymatischen Spaltung photoaffintätsmarkierter Rezeptoren wird Trypsin eingesetzt. Die
optimalen Reaktionsbedingungen werden durch Variation der Enzymkonzentration und der
Spaltungsdauer ermittelt.
Tryptische Spaltung in Lösung
Es wird eine Enzymkonzentration von 30 µg/ml eingestellt und über Nacht bei 37°C inku-
biert. Soll eine Spaltstudie durchgeführt werden, werden dem Reaktionsansatz zu bestimmten
Zeitpunkten Aliquots entnommen. Die Spaltung wird durch Zugabe von 2 Äquivalenten Kal-
likrein-Trypsininhibitor oder einem Volumen Laemmli-Probenpuffer und anschließender
Inkubation bei 96°C gestoppt.
Gelverdau
Die photoaffinitätsmarkierten Rezeptoren werden durch Zusatz von Laemmli-Probenpuffer
reduziert, mit Iodessigsäure carboxymethyliert und durch 7,5 % SDS-PAGE von freiem
Photoinsulin und Iod abgetrennt. Durch Zerschneiden des Gels in 0,5 cm breite Streifen und
Messung der Streifen im γ-Counter, wird die Rezeptorbande lokalisiert. Das entsprechende
Gelstück wird zweimal 5 min. mit 40 % Propanol, zweimal 5 min. mit 50 % CH3CN/0,2 mM
Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 gewaschen und anschließend in der Speed-Vac
getrocknet. Das getrocknete Gelstück wird mit Trypsinlösung versetzt, indem vorsichtig
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wenige µl auf das Gelstück pipettiert werden, die langsam in das Innere des Gels einziehen.
Dieser Vorgang wird so lange wiederholt bis das Gel vollständig aufgequollen ist. Für die
folgende Inkubation wird das Gel mit Enzymlösung bedeckt und über Nacht bei 37°C
gehalten. Nach der Proteolyse wird der Überstand abgehoben und die Rezeptorfragmente
werden mit 0,2 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3, und 80 % CH3CN/0,05 % TFA/20
% 0,2 mM Ammoniumhydrogencarbonat, pH 8,3 (jeweils 2 x 15 min.) extrahiert. Die Eluate
werden mit dem Überstand vereinigt und in der Speed-Vac getrocknet. Die Fragmente können
abschließend mittels HPLC oder SDS-PAGE analysiert werden.
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5.10 Elektrophoretische Verfahren
5.10.1 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese
Die SDS-PAGE dient der Analyse photoaffintätsmarkierter Rezeptoren bzw. ihrer pro-
teolytischen Spaltstücke. Es wird die Methode nach Laemmli (1970) eingesetzt.
Zusammensetzung der Trenngele:
Vernet-
zung in %
Volumen
in ml
Acrylamid-
lösung
in ml
Trenngel-
puffer
in ml
H2O
in ml
Temed
in µl
AP
in µl
5,0 10 1,7 2,5 5,8 5,0 10,0
7,5 10 2,5 2,5 5,0 5,0 10,0
12,5 10 4,2 2,5 3,3 5,0 10,0
15,0 10 5 2,5 2,5 5,0 10,0
17,5 10 5,8 2,5 1,7 5,0 10,0
Bei Einsatz der Mini-Protean II-Zelle von Biorad sind 10 ml Trenngel für zwei 0,75 mm dicke
Gele erforderlich.
Acrylamidlösung: (30 % T, 2,7 % C): 146 g Acrylamid und 4 g N,N’-Methylenbisacrylamid
werden in 300 ml dest. Wasser gelöst, auf 500 ml aufgefüllt, filtriert und
lichtgeschützt bei 4°C gelagert.
Trenngelpuffer: 181,71 g Tris und 2 g SDS werden in 900 ml Wasser
gelöst und mit konzentrierter Salzsäure auf pH 8,8 eingestellt (1,5 M Tris,
0,4 % SDS (m/v), pH 8,8).
Sammelgelpuffer: 60,6 g Tris und 2 g SDS werden in 900 ml Wasser gelöst, mit konzen-
trierter Salzsäure auf pH 6,8 eingestellt und auf 1 l aufgefüllt (0,5 M Tris,
0,4 % SDS (m/v), pH 6,8.
AP-Lösung: 0,1 g Ammoniumperoxodisulfat wird in 200 µl Wasser gelöst, die Lösung
ist eine Woche bei 4°C stabil (33 % (m/v)).
Temed: Tetramethylendiamin
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Probenpuffer: 7,57 g/l Tris (0,0625 M)
30 g/l SDS (3 % (m/v))
100 g/l Glycerin (10 % (m/v))
eine Spatelspitze Bromphenolblau
reduzierender Probenpuffer enthält zusätzlich 100 mM Dithiothreitol
Elektrodenpuffer: 3,02 g/l Tris (0,025 M)
1,57 g/l Glycin (19,2 mM)
1,00 g/l SDS (0,1 % (m/v)), pH 8,3
5.10.2 Semi-dry-Blotting von Proteinen
Der elektrophoretische Transfer von Proteinen aus Gelen an die Oberfläche einer immobilisie-
renden Membran wird als Western Blot bezeichnet. Je nach Zielsetzung wird eine PVDF-
oder Nitrocellulosemembran gewählt.
An der Anode des Semi-dry-Blotters wird ein Sandwich angefertigt, indem folgende Schich-
ten in der angegebenen Reihenfolge aufeinandergelegt werden:
- 3 Filterpapiere, die zuvor kurz in Transferpuffer getränkt wurden
- Blotting-Membran (PVDF-Membranen werden zuvor kurz mit Methanol gewaschen und
ca. 30 min. in Transferpuffer äquilibriert; Nitrocellulosemembranen werden vorsichtig in
Transferpuffer getränkt)
- SDS-Polyacrylamidgel
- 3 Filterpapiere, die kurz zuvor in Tansferpuffer getränkt wurden.
Der Transfer erfolgt 1,25 h bei konstanter Stromstärke von 0,8 mA/cm2 Gel. Anschließend
können die biotinylierten Rezeptoren über Enhanced Chemiluminescence (vgl. Kap. 5.11.2)
sichtbar gemacht werden. Nach erfolgter Detektion erfolgt zusätzlich die Proteinfärbung mit
Amidoschwarz (PVDF-Membranen) oder Ponceau S (NC-Membranen).
Transferpuffer: 5,81 g/l Tris (48 mM)
2,20 g/l Glycin (39 mM)
0,37 g/l SDS (1,3 mM)
200 ml/l Methanol (20 % (v/v)), pH 9,2
Transfermembran: Immobilon P (Polyvinylidenfluorid, 0,45 µm), Nitrocellulose, 0,45 µm
Filterpapier: Whatman 3MM
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Amidoschwarzlösung: 0,1 % Amidoschwarz 10B in Methanol/2 % Eisessig (w/v/v)
Entfärbelösung: 45 % Methanol/7 %Eisessig
5.11 Avidin-Biotin-Techniken
5.11.1 Streptavidin-Affinitätschromatographie
Streptavidin-Agarose wird mit je 45 Säulenvolumen Waschpuffer 1 und 2 gewaschen und an-
schließend in 45 Säulenvolumina Chromatographiepuffer äquilibriert. Mit B29-Atf-Bct-
Insulin photoaffinitätsmarkierte Rezeptoren werden über Nacht bei 4°C unter Rotation im
dreifachen Säulenvolumen Chromatographiepuffer inkubiert. Anschließend wird nach gründ-
lichem Waschen des Gels der gebundene Rezeptor durch 5 min. Erhitzen auf 96°C in Lämmli-
Probenpuffer (vgl. Kap. 5.10.1) eluiert.
Waschpuffer 1: 8,20 g/l NaHCO3  (0,1 M)
58,30 g/l NaCl (1 M), pH 8,0
Waschpuffer 2: 8,20 g/l AcONa (0,1 M)
58,30 g/l NaCl (1,00 M), pH 4,0
Waschpuffer 3: 11,90 g/l Hepes (50 mM)
0,37 g/l EDTA, (1 mM) pH 4,0
Chromatographiepuffer: 11,90 g/l Hepes (50 mM)
0,37 g/l EDTA, (1 mM), pH 8,2
5.11.2 Nachweis von Biotin über Enhanced Chemiluminescence
Nach SDS-PAGE und Semi-dry-Blotting der mit B29-Atf-Bct-Insulin markierten Rezeptoren
werden die Biotinreste spezifisch über Enhanced Chemiluminescence (ECL) detektiert. Die
Blotmembran wird zunächst zweimal kurz mit TBS gewaschen und anschließend eine Stunde
in 2 % Blocklösung bei Raumtemperatur auf dem Schüttler inkubiert. Es folgt eine
einstündige Inkubation mit Streptavidin-Peroxidase. Nach anschließendem Waschen mit
TBST (3 x 10 min., RT, Schüttler) wird die Blotmembran für eine Minute in Detektions-
lösung geschwenkt, kurz auf Kreppapier angetrocknet, in Folie eingewickelt und sofort auf
einen Röntgenfilm gelegt. Je nach Stärke der Chemilumineszenz beträgt die Expositionszeit
zwischen 5 s und 30 min. Für jeden Blot werden mehrere Expositionszeiten getestet.
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TBS: 6,06 g/l Tris (50 mM); 8,76 g/l NaCl (150 mM), pH 7,5
TBST: 1 g/l Tween 20 (0,1 % (m/)) in TBS
5.12 Messung biomolekularer Interaktionen mittels BIACORE
Die Messung biomolekularer Interaktionen zwischen der Ektodomäne des Insulinrezeptors
und verschiedenen poly- bzw. monoklonalen Anti-Insulinrezeptor-Antiseren wurde mit Hilfe
des BIACORE-Gerätes der Fa. Pharmacia Biosensor AG, Freiburg, das kurzzeitig zur Ver-
fügung stand, ermöglicht. Voraussetzung für die Messung der Interaktion von Liganden an die
Insulinrezeptorektodomäne ist die Immobilisierung der Ektodomände an die carboxy-
methylierte Dextranmatrix einer Chipoberfläche in der Meßeinheit des Gerätes. Dazu wird das
"Pharmacia Amine Coupling Kit" eingesetzt. Die darin enthaltenen Reagenzien sind 0,05 N-
Hydroxysuccinimid (NHS), 0,2 M N-Ethyl-N‘-(dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC) und
1 M Ethanolaminhydrochlorid, pH 8,5. Als Puffer wird HBS genutzt.
HBS: 2,38 g/l Hepes (0,01 M), pH 7,4
8,75 g/l NaCl (0,15 M)
1,26 g/l EDTA (3,4 mM)
0,5 g/l Tween 20 (0,005 % (v/v))
Der Puffer wird filtriert und entgast. Die Lagerung erfolgt bei 4°C.
Präparation der Sensorchipoberfläche
Die Aktivierung des Sensorchips erfolgt durch einen 7 min. Puls mit 0,05 M NHS/0,2 M
EDC. Daran schließt sich die Immobilisierung der Ektodomäne, die in 10 mM Natriumacetat,
pH 4,5 gelöst ist, in einer 7 minütigen Injektionsphase an. Mit 1 M Ethanolaminhydrochlorid,
pH 8,5 werden abschließend überschüssige aktivierte Carboxylgruppen deaktiviert, wobei
durch die hohe Ionenstärke nicht kovalent gebundene Moleküle von der Chipoberfläche
beseitigt werden.
Messung der Interaktion von Antiseren und Insulinrezeptorektodomäne IR 921
Die Antikörperlösungen, deren Affinität zur Ektodomäne bestimmt werden soll, werden auf
einen Proteingehalt von 500 µg/ml eingestellt. Den Lösungen wird Dextran in einer Konzen-
tration von 2 mg/ml zugesetzt, das eine unspezifische Bindung an die Chipoberfläche verhin-
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dern soll. Die Interaktion erfolgt bei einer Flußrate von 10 µl/min. Die Injektion erfolgt 1 min.
lang. Anschließend wird 400 s die Dissoziation gemessen. Durch kontinuierliche Messung des
Refraktionsindexes der Analytlösung an der Chipoberfläche und Auftragen dieses Wertes
gegen die Zeit erhält man ein Sensorgramm. Die Ordinate des Sensorgramms gibt das
Resonanzsignal an und wird in Response Units (RU) gemessen. Die Auswertung erfolgt im
Rahmen dieser Arbeit rein qualitativ über die erhaltenen Sensorgramme.
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